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Résumé 
La maintenance de la méthylation ADN sur les sites CG joue un rôle crucial dans le silencing 
des éléments transposables (TE) et l’expression correcte des gènes. Chez Arabidopsis 
thaliana, on observe, dans le mutant met1-3 déficient en méthylation CG, une apparition 
ectopique de méthylation CHG sur de nombreux gènes, ainsi qu’une relocalisation de la 
diméthylation de la lysine 9 de l’histone H3 (H3K9me2) de l’hétérochromatine vers 
l’euchromatine. Nous avons démontré que ceci est lié à un défaut de transcription au niveau 
du grand intron du gène codant la déméthylase H3K9me2 IBM1. Nous avons également 
constaté que dans les épihybrides F1 issus du croisement de plantes met1-3 avec une plante 
sauvage la méthylation CHG présente dans l’intron de l’allèle IBM1 hérité du parent mutant 
était perdue. Afin de définir si la perte de méthylation affecte également d’autres loci 
génomiques, et plus globalement à l’échelle du génome entier l’impact de la rencontre de 
deux épigénomes différents, nous avons analysé les profils de méthylation, de siRNAs et de 
transcription des épihybrides F1. Nos données révèlent que l’union de deux méthylomes 
distincts au sein d’un même génome provoque une restructuration considérable des profils 
épigénétiques et transcriptionnels. La méthylation CHG apparaissant sur de nombreux gènes 
dans met1 tend à persister, créant ainsi de nouveaux épiallèles pouvant être hérités. Du côté 
des TE, nombre d’entre eux sont déméthylés et réactivés, tandis que d’autres sont 
immédiatement reméthylés et resilencés. Ainsi, ces résultats contribuent à la compréhension 
de la stabilité de la méthylation ADN et de son rôle dans le contrôle différentiel des gènes et 
des TE.  
 
Abstract  
Study of DNA methylation stability in Arabidopsis thaliana and impact on transcription 
Maintenance of DNA methylation at CG sites is crucial for silencing of transposable element 
(TE) and proper expression of genes. In Arabidopsis thaliana, met1-3 mutant, deficient in CG 
methylation, shows ectopic appearance of CHG methylation at numerous genes, as well as 
relocation of H3K9me2, from heterochromatin towards euchromatin. We have shown that this 
is due to a defect of the transcription of the large intron of the gene encoding the IBM1 
H3K9me2 demethylase. We also found that, in the F1 epihybrids from the cross between 
met1 and WT plants, CHG methylation at the intron of the met1-derived IBM1 allele is lost. 
In order to define whether the loss of methylation at IBM1 also affects other genomic loci, 
and the impact of the union of two different epigenomes on methylation and transcription 
genome-wide, we analyzed the methylation, siRNA and transcription patterns of F1 
epihybrids. Our data reveal that the union of two distinct methylomes within the same 
genome triggers considerable restructuring of epigenetic and transcriptional patterns. CHG 
methylation appearing in the mutant parent tends to persist in F1, creating new epialleles that 
can be inherited. On the TE side, lots of them are demethylated and reactivated while others 
are immediately remethylated and resilenced. Thus, our results provide new insights to the 
understanding of DNA methylation stability and its role in the differential control of genes 
and TEs.  
 
 
Mots-clés : Arabidopsis, épigénétique, méthylation ADN, MET1, hybrides, IBM1, histone, 
H3K9me2, transcription, siRNA.  
Keywords : Arabidopsis, epigenetic, DNA methylation, MET1, hybrids, IBM1, histone, 
H3K9me2, transcription, siRNA.  
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Figure I-1 : Représentation schématique de la structure de la chromatine. 
La molécule d’ADN d’un diamètre de 2 nm est enroulée tout d’abord sur les octamères 
d’histones comportant deux dimères H2A-H2B et deux dimères H3-H4. Ceci forme le 
nucléosome. De plus, cette structure est stabilisée par la liaison de l’histone H1 à l’ADN 
internucléosomal, permettant le repliement du nucléofilament en fibre de 30 nm, elle-même 
compactée en boucles de 300 nm d’envergure. Ces boucles sont organisées en super-hélices 
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I.A. Voies épigénétiques chez Arabidopsis thaliana  
I.A.1. L’épigénétique 
 
La découverte de l’ADN comme support de l’information génétique par Watson et 
Crick il y a plus de 60 ans a représenté une avancée majeure dans la compréhension des 
mécanismes impliqués dans le développement et le fonctionnement des organismes vivants. 
Cependant, un mystère demeurait sous-jacent : comment toutes les cellules d’un individu 
peuvent-elles porter la même information génétique mais avoir des caractéristiques 
particulières, au cours du développement mais aussi selon les organes, les tissus ? 
L’épigénétique a permis de lever le voile au moins partiellement sur ce paradoxe. La notion 
d’épigénétique est définie, dès les années 1950, comme l’étude des mécanismes moléculaires 
participant à la régulation de l’expression des gènes au cours du développement et de la 
différenciation cellulaire. Les modifications épigénétiques n’affectent pas la séquence d’ADN 
elle-même mais peuvent être transmises d’une génération à l’autre et être réversibles. De plus, 
elles peuvent être modulées par des facteurs environnementaux. Comme détaillé plus en avant 
dans les paragraphes suivants, elles jouent également un rôle crucial dans la régulation des 
éléments transposables, composants majeurs des génomes eucaryotes dont la mobilisation, 
pouvant engendrer des réarrangements chromosomiques et des mutations, menace l’intégrité 
du génome. 
 
Que ciblent ces modifications épigénétiques ?  
L’ADN est fortement compacté dans le noyau grâce à de nombreuses protéines, ce qui forme 
la chromatine, structure cible des modifications épigénétiques (Figure I-1).  
Le premier niveau de compaction de l’ADN consiste en l’enroulement de la molécule autour 
d’octamères d’histones (deux dimères H3-H4 et deux dimères H2A-H2B), formant les 
nucléosomes (Luger et al. 1997). Chaque nucléosome contient environ 145 pb d’ADN et est 
séparé du nucléosome voisin par un fragment d’ADN de liaison de 10 à 80 bp. L’assemblage 
de ces histones dans la chromatine a lieu le plus souvent lors de la réplication, et implique des 
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Figure I-2 : Deux types de chromatine sont retrouvés dans les noyaux eucaryotes. 
L’euchromatine, peu condensée est riche en gènes et localisée principalement sur les bras 
chromosomiques chez A. thaliana. L’hétérochromatine, quant à elle, est très condensée, riche 
en histones H1 et enrichie en éléments transposables et séquences répétées, elle est retrouvée 
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Secondairement, l’histone H1 s’associe à cet ADN de liaison et permet ainsi d’augmenter le 
degré de compaction et former une fibre de 30 nm. La fibre chromatinienne se condense à la 
mitose sous forme de chromosomes. Les analyses cytologiques mettent en évidence deux 
types de chromatine : l’euchromatine, peu condensée, riche en gènes, et l’hétérochromatine, 
très condensée grâce à la présence de l’histone H1, incluant chez la plante modèle 
Arabidopsis thaliana les régions télomériques, et péricentromériques (Figure I-2).  
 
I.A.2. Composition du génome d’Arabidopsis thaliana 
 La plante modèle Arabidopis thaliana possède un génome de 125 Mb, se répartissant 
sur cinq chromosomes ; il s’agit d’un des plus petits génomes du règne végétal d’après les 
données actuelles (2000). Les gènes codant des protéines occupent 50% du génome. Au 
nombre de 27 411, ils ont une taille moyenne de 2 kb, avec des exons de 296 pb et des introns 
de 165 pb en moyenne. Les éléments transposables représentent, eux, 24% du génome, une 
proportion faible en comparaison à d’autres plantes comme le Maïs par exemple (85% du 
génome) (Figure I-3A&B). Cette portion du génome inclut à 40% des éléments de classe I, 
qui transposent par un mécanisme de « copier/coller » via un intermédiaire ARN. Ces 
éléments sont majoritairement retrouvés au niveau des centromères.  
Les 60% restants sont occupés en part égale par des transposons de classe II, se déplaçant, 
eux, par un mode de « couper/coller », et des Hélitrons, dont le mode de transposition par 
cercle roulant est encore mal connu. Ces transposons ont une distribution plus large et 
variable que les éléments de classe I, même si fortement regroupés dans les zones 
péricentromériques et les « knobs » hétérochromatiques. Les Miniature Inverted repeat 
Transposable Elements (MITEs), hobo, Activator, Tam3 (hAT) et Hélitrons sont aussi 
largement retrouvés sur les bras chromosomiques, riches en gènes (2000).  
 	   




Figure I-3 : Distribution du génome d’Arabidopsis thaliana en gènes et éléments 
transposables. 
A- Chez A. thaliana, sur les cinq chromosomes, les séquences répétées sont  
préférentiellement localisées dans les zones péricentromériques tandis que les gènes sont plus 
présents sur les bras chromosomiques. 
 
B- Les gènes occupent la moitié du génome d’A. thaliana et les éléments transposables 
près d’un quart. Les éléments de classe I transposent par un mécanisme de « copier/coller » 
via un intermédiaire ARN, ainsi leur mobilisation provoque une augmentation de leur nombre 
de copies. Les éléments de classe II se déplacent par un mode de « copier/coller », changeant 
ainsi de localisation génomique. Les Hélitrons, eux, sont mobilisés via un mode de 
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I.A.3. La transcription chez Arabidopsis thaliana 
Chez Arabidopsis, cinq polymérases ARN ont été identifiées et caractérisées (Figure 
I-4A). La polymérase I (Pol I) est la plus spécialisée, elle transcrit les gènes codant les ARN 
ribosomaux (ARNr) 18S, 5.8S et 28S. La polymérase II (Pol II) transcrit un très grand 
nombre de gènes codant des protéines mais aussi des ARN non-codants (ARNnc) et des petits 
ARN modulant ou maturant les ARN messagers (ARNm) ou les ARNr. Enfin, la polymérase 
III (Pol III) transcrit diverses classes de petits ARN tels que les ARN de transfert (ARNt), 
l’ARNr 5S, de petits ARN régulateurs ainsi que les Short Interspersed Nuclear Elements 
(SINE). 
Deux autres polymérases ARN spécifiques des Plantes, Pol IV et Pol V, jouent un rôle crucial 
dans la génération de petits ARN guidant la méthylation ADN de novo, dans un processus 
appelé voie RNA-directed DNA methylation (RdDM) (Haag et al. 2011). 
La transcription par la polymérase II, nécessaire à l’expression des gènes et de la 
majorité des éléments transposables se déroule en trois phases, l’initiation, l’élongation et la 
terminaison. Ces étapes sont régulées grâce à des modifications post-traductionnelles du 
domaine Carboxy-Terminal (CTD) de la Pol II mais également grâce à l’intervention de 
divers acteurs épigénétiques, comme décrit dans les paragraphes suivants (Figure I-4B). 
Tout d’abord, le complexe de préinitiation de la transcription recrute la Pol II 
hypophosphorylée au niveau du promoteur. Le résidu Serine 5 du CTD est phosphorylé par le 
facteur de transcription TFIIH. Ceci facilite la coiffe en 5’ de l’ARNm nouvellement 
synthétisé. La Serine 7 est également phosphorylée par la cycline kinase CDKF;1 (Hajheidari 
et al. 2013).  
Durant l’élongation, la phosphorylation du CTD sur la Serine 2 par les CDKC ;1 et CDKC ;2 
permet aussi son interaction avec de nombreuses protéines impliquées dans l’épissage des 
transcrits primaires et ainsi le couplage de la transcription et l’épissage. 
Chez Arabidopsis, les mécanismes de terminaison de la transcription sont encore peu clairs 
mais le CTD joue également un grand rôle dans le recrutement de la machinerie de maturation 
de l’extrémité 3’ des ARN. Après le clivage et la polyadénylation des ARN, la polymérase est 




 	   




Figure I-4 : La transcription chez Arabidopsis 
A- Il existe quatre polymérases chez A. thaliana. Tandis que la polymérase II transcrit 
principalement les gènes codant des protéines ainsi que des ARN non-codants (ARNnc), la 
polymérase I transcrit les gènes codant les ARN ribosomiques (ARNr) 18S, 5.8 S et 28S. La 
polymérase III, quant à elle, transcrit les gènes codant les ARN de transfert (ARNt), l’ARNr 
5S ainsi que les éléments transposables de classe I de type Short Interspersed Nuclear 
Elements (SINE). Les polymérases IV et V spécifiques des Plantes permettent la production 
de petits ARN guidant la méthylation ADN de novo via une voie nommée RNA-directed 
DNA Methylation (RdDM). 
B- La transcription par la polymérase II se déroule en trois phases, l’initiation où le 
carboxy-terminal (CTD) est phosphoryle sur les Serines 5 et 7. La phosphorylation facilite le 
dépôt d’une coiffe sur le transcrit initié. Durant l’élongation, la Serine 2 est phosphorylée 
également, permettant le couplage de la transcription avec l’épissage. Lors de la terminaison, 
des protéines de maturation de l’extrémité 3’ sont recrutées. Après clivage et polyadénylation 
du transcrit généré, le CTD est déphosphorylé, la polymérase peut débuter un nouveau cycle 













































I.A.4. Répression des éléments transposables  
Les mécanismes épigénétiques de répression des éléments transposables sont détaillés dans la 
revue suivante :  
« A "mille-feuille" of silencing : epigenetic control of transposable elements. » Rigal M, 
Mathieu O. ; Biochimica et Biophysica Acta. 2011. 
Pour cette revue, j’ai participé à l’étude bibliographique, à la réflexion autour de 
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Despite their abundance in the genome, transposable elements (TEs) and their derivatives aremajor targets of
epigenetic silencing mechanisms, which restrain TE mobility at different stages of the life cycle. DNA
methylation, post-translational modiﬁcation of histone tails and small RNA-based pathways contribute to
maintain TE silencing; however, some of these epigenetic marks are tightly interwoven and this complicates
the delineation of the exact contribution of each in TE silencing. Recent studies have conﬁrmed that host
genomes have evolved versatility in the use of these mechanisms to individualize silencing of particular TEs.
These studies also revealed that silencing of TEs is much more dynamic than had been previously thought and
can be reversed on the genomic scale in particular cell types or under special environmental conditions. This
article is part of a Special Issue entitled “Epigenetic control of cellular and developmental processes in plants”.
© 2011 Elsevier B.V. All rights reserved.
1. Introduction
All genomes hold a genetic toolkit that is necessary to properly
orchestrate the development of an organism. Genes can be crowded
within genomes. Over the past 15 years, intensive sequencing efforts
have revealed thatmost eukaryotic genomesdonot simply contain genes
but are ﬁlled with transposable elements (TEs). In fact, TEs can be the
major constituents of a given genome,which leaves little space for genes;
this ﬁnding is particularly striking in plants [1,2]. TEs aremobile pieces of
DNA that have been viewed as genomic parasites thatmultiply and insert
themselves at new genomic positions when activated. TEs have been
classiﬁed into two classes based on whether their transposition strategy
involves an RNA intermediate [3]. Class I TEs, known as retrotransposons,
require reverse transcription of an RNA intermediate for duplication,
while transposition of class II TEs, also called DNA transposons, does not
rely on reverse-transcription of the TE transcripts. DNA transposons
are further subdivided into two subclasses. Subclass I is composed of
elements containing terminal inverted repeats and are transposed
through a “classical” cut-and-paste mechanism. Subclass II contains the
more recently identiﬁedhelitrons,whichdonot contain terminal inverted
repeats and appear to duplicate through a rolling-circle mechanism,
which requires the TE-encoded helicase and replicase proteins. Class I
elements generally represent the vast majority of the repetitive fraction
of a given plant genome, likely due to their duplicative mode of
transposition,which increases their copy number after eachmobilization.
Although most TEs are present in the form of truncated or mutated
derivatives, genomes contain full-length TEs that retain an intact code
andthepotential to transpose.Mobilizationof these elements represents
a threat to genome integrity, a fact that led to their discovery inmaize by
Barbara McClintock in the late 1940s [4]. Indeed, active TEs can be
responsible for chromosomebreakage andgenomic rearrangements and
can interrupt gene function through insertion. To restrain the harmful
potential of TEs, host genomes have generated sophisticated mecha-
nisms that counteract TE activation and maintain TEs in a silent state.
Although they seem to be selﬁsh pieces of DNA, TEs are thought to play a
major role in genome evolution. TEs and the mechanisms that regulate
their activity are involved in major cellular processes, such as gene
regulation, centromere and telomere function, genomic imprinting and
X chromosome inactivation [5,6]. These mechanisms are epigenetic in
nature because they do not result from genetic mutations. Rather, they
generate a repressive chromatin environment, which is faithfully
inherited through mitosis and meiosis, but which can also be reversed
in a developmentally regulated or environmentally induced manner.
Repressive chromatin is commonly associated with speciﬁc small RNA
signatures and with a range of epigenetic marks that affect DNA and
histone proteins.
In this review,we discuss how these epigenetic processes contribute
to the silencing of TEs and focus on recent studies that have expanded
our understanding of these pathways.
2. Control of TE activity by DNA methylation
DNA methylation, which is the addition of a methyl group to DNA
residues, occurs primarily at cytosines in eukaryotes. Apart from yeast
(Schizosaccharomyces pombe and Saccharomyces cerevisiae) and some
invertebrates (Caenorhabditis elegans, Drosophila melanogaster, Tribolium
castaneum, and Oikopleura dioica), cytosine DNA methylation is present
at detectable levels in all organisms that havebeen examined todate [7,8].
In mammals, the prevalent view is that cytosine DNAmethylation occurs
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almost exclusively at CG dinucleotides, although a recent study has
challenged this view by revealing that nearly one-quarter of methylation
sites detected in undifferentiatedhumanembryonic stemcells are in non-
CG contexts [9]. In plants, non-CG methylation is common, and DNA
methylation affects cytosines in all sequence contexts, including CG, CHG
(H_A, T or C) and CHH.
Mammalian DNA methyltransferase 1 (DNMT1) and its ortholog in
plants, methyltransferase1 (MET1), propagate CGmethylation patterns
following each round of DNA replication. TheseDNAmethyltransferases
function in combination with accessory proteins, UHRF1 in mammals
and variant inmethylation (VIM) in plants, which have strong afﬁnities
for hemimethylated CG sites and likely aid in the recruitment of DNMT1
and MET1 to replicating DNA [10–12]. The plant-speciﬁc protein
chromomethylase3 (CMT3) primarily maintains CHG methylation,
while domains rearranged methyltransferase2 (DRM2) ensures the
persistence of CHH methylation. CMT3 is recruited to chromatin via
interaction of its chromodomain with methylated histone H3 tails.
Accordingly, the CMT3 chromodomain has been shown in vitro to bind
directly toH3 tails trimethylated at lysine 9 and lysine 27 [13]. DRM2, an
ortholog of the mammalian DNMT3 methyltransferases, is guided to
DNA by 24-nucleotide (nt) small interfering RNAs (siRNAs) in a
pathway known as RNA-directed DNA methylation (RdDM) [14–16].
In addition, decrease in DNA methylation1 (DDM1), a SWI2/SNF2-
related chromatin-remodeling factor, contributes to DNA methylation
in all sequence contexts [17–19], although its precisemolecularmode of
action is still poorly understood.
The ﬁrst evidence for a role of DNA methylation in controlling TE
activity resulted from studies of class II TEs in maize, approximately
40 years after the discovery of TEs by B. McClintock. Molecular analyses
of the Activator (Ac), Suppressor-mutator (Spm) and Mutator (Mu)
elements [20–22] revealed that inactivation of these elements was
correlated with the methylation of their DNA. In the active state,
transposase promoter sequences from the Ac and Spm elements are
hypomethylated, resulting in active transcription. Likewise, DNA
methylation at the autonomousMu-family elementsMuDR is associated
with transcriptional silencing [23,24]. Later studies in Arabidopsis
showed that several classes of TEs become hypomethylated and
transcriptionally reactivated in a ddm1-induced hypomethylation
background [25–28]. These studies further reported transposition of
two DNA transposons in ddm1: the MULE-like element AtMu1 and the
CACTA elements [25,26]. More recently, the characterization of a ddm1-
induced ﬂoral phenotype revealed that DNA transposons and ATGP3
retrotransposons of the gypsy class are mobilized in ddm1. Furthermore,
hybridizing genomic DNA from both wild-type and ddm1 lines on high-
density tilling array allowed the authors to detect increases in the copy
number, and thus transposition, of several families of DNA transposons
and retroelements in themutant background [29].Mutations in LSH1, the
mouse ortholog of DDM1, also lead to hypomethylation and transcrip-
tional reactivation of TEs [30,31]. These and other experimental data
have led to the view that one important role of DNA methylation is to
function as a genomic immune system that ensures the silencing of TEs.
Recent high-throughput proﬁling studies of DNA methylation in
Arabidopsis have conﬁrmed that, similar to that observed in human
and mouse, TEs and other types of repeated sequences represent the
most highly methylated sequences in the genome [32–35]. In two
large-scale studies that quantiﬁed DNA methylation in an additional
set of 21 eukaryotic genomes in total, Zemach et al. and Feng et al.
showed that this trend can be extended to all analyzed plant types
[7,8]. In addition to CG methylation, TEs are enriched in CHG and CHH
methylation, which is consistent with their preferential association
with H3K9me2 and their active targeting by the RdDM pathway
[32,33,36,37]. It may therefore be reasonable to expect that all three
types of methylation cooperate or contribute to a certain degree in TE
silencing. Accordingly, ATGP3 elements that are transcribed and
mobilized in the CG and non-CG hypomethylated ddm1 mutant
background remain transcriptionally silent in the met1 and cmt3
single mutants [29]. Transcription and transposition of ATGP3 was
only detected in met1 cmt3 double mutants, which are deﬁcient in
both CG and CHG methylation. Although CACTA transcripts accumu-
late to various degrees in the met1 and cmt3 single mutants, high-
frequency mobility of this TE is achieved only in themet1 cmt3 double
mutant [38]. Together, these observations illustrate that CG and CHG
methylation are redundantly required to restrain TE activity at either
the transcriptional (ATGP3) or transpositional levels (CACTA). These
data also suggest that different types of TEs are controlled differen-
tially by DNA methylation. Indeed, this effect was recently illustrated
by the analysis of a copia-like retrotransposon named Evadé (EVD)
[39]. Transcription of EVD is reactivated upon loss of CG methylation
in a met1 mutant, and EVD is progressively mobilized in successive
generations of themutant. In addition to CGmethylation, low levels of
CHH methylation are found on this TE. Mutations that affect CHH
methylation do not release EVD silencing; however, in combination
with met1, they lead to a synergistic increase in EVD transcription,
indicating that in the absence of CG methylation, the RdDM pathway
curbs the accumulation of EVD transcripts. Importantly, in one
combination of mutations (met1 nrpe2, see below), EVD is the only
TE mobilized, and other TEs, including CACTA and ATGP3, remain
immobile. These ﬁndings underscore the idea that host genomes have
evolved selectivity in the control of TE activity.
Unlike mammals, it has long been known that plant genomes likely
do not globally reset the genomic DNA methylation patterns between
sexual generations. Accordingly, loci that lose DNAmethylation and the
associated epigenetic silencing in met1 and ddm1 mutants, including
TEs, retain activity and hypomethylation for several generations
following removal of the mutations [17,27,40,41]. Epigenetic recombi-
nant inbred lines (epiRILs) derived from met1 or ddm1 mutants show
inheritance of DNA hypomethylation at some genomic regions. As
expected, inheritance of hypomethylation atCACTA elementswas found
to result in transposition in ddm1-derived epiRILs that have inherited
thesehypomethylatedCACTAepigenetic alleles (“epialleles”) [42]. In the
case ofmet1-derived epiRILs, CACTA elements should remain immobile
because they do not transpose in the parentalmet1mutant background.
Thus, it was unexpected when Reinders et al. reported CACTA
mobilization in nearly 30% of the met1-derived epiRILs. CACTA
transposition was triggered stochastically in some epiRIL individuals
after several generations of propagation by self-pollination [42,43].
Although it was not directly tested, it can be inferred that CACTA
mobilization in these lines results from the inheritance ofmet1-derived
elements that are hypomethylated at CG sites and a concomitant loss of
additional repressive epigenetic marks, such as non-CG methylation or
H3K9me2. Indeed, it was previously shown that non-CG methylation
patterns and H3K9me2 patterns are stochastically altered and unstably
inherited upon met1-induced loss of CG methylation [44]. Similar to
CACTA, the EVD retroelementwas found to transpose after inbreeding of
some met1-derived epiRILs, but the two types of elements were not
necessarily simultaneously reactivated in the same lines, which once
again underscores the apparent selective control of TEs by distinct
epigenetic mechanisms. Investigating ddm1-derived epiRILs, Teixeira
and colleagues also reported insights into this selectivity. They
demonstrated that a subset of TEs, which is demethylated in ddm1, is
progressively remethylated and resilenced over multiple generations
after introduction into a wild-type background [45]. The propensity for
remethylation correlates with the retention of CHHmethylation, which
appears to be independent of DDM1 at remethylatable TEs. In contrast,
CHH methylation at non-remethylatable TEs displays a strong depen-
dence on DDM1. Therefore, CHH methylation is clearly maintained by
distinct mechanisms at various TEs.
3. Role of histone modiﬁcations
In addition to DNAmethylation, TEs are associated with various post-
translational histone modiﬁcations, which are characteristic of a














repressive chromatinenvironment. Inparticular, TEs located inpericentric
heterochromatin are associated with very high levels of H3K9me2 and
H3K27me1 [13,36,46,47]. In Arabidopsis, several histone methyltrans-
ferases are responsible for the propagation of H3K9me2, including
kryptonite/SUVH4 (KYP), SUVH5 and SUVH6, which display functional
redundancy at some genomic loci [48–52]. Alternatively, H3K27me1 is
catalyzed by the histone methyltransferases Arabidopsis trithorax-related
protein 5 (ATXR5) andATXR6,which appear to be functionally redundant
[46].
H3K9me2 and H3K27me1 both appear to contribute to transcrip-
tional silencingof someTEs. InArabidopsis, TE reactivationwasobserved
in kyp suvh5 suvh6 triple mutants [49] and atxr5 atxr6 double mutants
[46]. In rice, mutations in the histone H3K9 methyltransferases genes
SGD714 and SDG728 also lead to TE activation [53,54]. H3K27me1
functions in transcriptional silencing in a pathway that is clearly
independent of DNA methylation and H3K9me2 [46], and TEs
reactivated in atxr5 atxr6 mutants retain high levels of these two
repressive marks. Moreover, H3K27me1 levels are not changed inmet1
and ddm1mutants, which show reduced DNAmethylation, and the kyp
mutant, which shows reduced H3K9me2 levels [13,47]. Recently, it was
shown that the ATXR5/6 H3K27me1 pathway suppresses re-replication
of TE-rich heterochromatic regions, which has led to the speculation
that this pathway may have evolved to restrain excess DNA replication
and reactivation of TEs [55].
The precise contribution of H3K9me2 to TE silencing ismore difﬁcult
to dissect given that H3K9me2 is tightly interwoven with DNA
methylation, in particular CHG methylation. At the genome level,
approximately 90% of CHG methylation overlaps with H3K9me2-
enriched regions [36], and TEs have high levels of CHG methylation
[28,33,35,56,57]. KYP and KYP SUVH5 SUVH6 mutants show reduced
H3K9me2 levels at reactivated TEs and a signiﬁcant reduction in CHG
methylation at these sequences [48–52]. Moreover, some TEs show
reduced H3K9me2 levels in mutants for CMT3, the maintenance DNA
methyltransferase for CHG sites [58]. KYP, SUVH5 and SUVH6 contain
SET and RING associated (SRA) domains, which have been shown to
bind to DNA with methylated cytosines, and KYP and SUVH6 display
preference for CHG methylation over CG methylation [51,59]. Alterna-
tively, it has been proposed that CMT3 is recruited to chromatin via the
interaction of its chromodomain with H3K9me2 [60]. These ﬁndings
suggest that H3K9me2 and CHGmethylation are maintained through a
self-reinforcing feedback loop, such that inﬂuencing one modiﬁcation
likely impacts the other. In addition, mutations in MET1 also reduce
H3K9me2 in TE-rich regions [41,61], particularly for TEs with a high
frequency of methylated CGs, where H3K9me2 is less dependent upon
KYP and CMT3 [62]. This result suggests that an additional pathway,
which is dependent on CG methylation, maintains H3K9me2 at TEs.
Remarkably, a null mutation in the increase in bonsai methylation 1
(IBM1) histone demethylase gene results in ectopic H3K9me2 and CHG
DNA hypermethylation in a large number of genes, while TEs are
completely unaffected [62–64]. Thus, IBM1 protects genes but not TEs
fromH3K9me2 andCHGmethylation. Togetherwithmultiple pathways
that maintain H3K9me2, this situation contributes to the perpetuation
of a robust silenced state at TEs.
Interestingly, it has recently been demonstrated that KYP plays a role
in restraining themobilization of the EVD retroelement, speciﬁcally at the
post-transcriptional level [39]. Indeed, while met1 kyp double mutants
accumulate EVD transcripts at a level similar to met1 single mutants,
extrachromosomal copies of this TE only accumulate in the double
mutant. In an analogous manner to mammalian lysine methyltrans-
ferases, which also methylate non-histone proteins [65–68], it has been
proposed that KYP may use a substrate other than H3K9 to inactivate,
through methylation, a TE-encoded protein required for the translation
and/or reverse transcription of EVD transcripts [39].
Other histone modiﬁcations likely play a role in TE silencing;
however, similarly to H3K9me2, the exact contributions of these
modiﬁcations are difﬁcult to delineate given the links between DNA
methylation and histonemodiﬁcations. For instance, histone deacetyla-
tion appears to be important for the maintenance of TE silencing. In
support of this idea, an analysis of Arabidopsis histone deacetylase
mutants, such as hda6, has revealed that several classes of TEs are
transcriptionally activated [27]. Likewise, downregulation of the histone
deacetylase geneOsSRT1 in rice results in upregulation ofmanygenomic
loci, primarily TEs [69]. Reactivation of these TEs is also correlatedwith a
reduction in H3K9me2, the appearance of H3K4me2, and occasionally
reduction in DNA methylation. Similar to histone acetylation, ubiquiti-
nation of histoneH2B is required tomaintain chromatin in anopen state
[70]. Histone H2B is monoubiquitinated in Arabidopsis (at lysine 143),
animals and yeast [70–72].Mutations in anArabidopsisdeubiquitination
enzyme, UBP36, release transcriptional silencing of several different
classes of TEs. Silent TEs are enriched for non-ubiquitinatedH2B, and the
deubiquitination of H2B seems to be required for H3K9me2 and
subsequent non-CG DNA methylation [71]. Interestingly, this suggests
that TEs are associatedwith activehistonemodiﬁcationmarksbydefault
and that faithful maintenance of a repressive chromatin state depends
on the continuous removal of these active marks.
4. Small RNAs and TE silencing
RNA silencing is widely used by eukaryotes, notably to control TE
activity at the transcriptional and post-transcriptional levels. This
mechanism involves small RNA molecules of 21- to 35-nt, which
guide silencing by modulating chromatin states or targeting RNA
degradation. Among the various classes of small RNAs, endogenous
siRNAs (endo-siRNAs) and PIWI-associated RNAs (piRNAs) partici-
pate in the silencing of TEs in bothDrosophila andmice [73–75]. Endo-
siRNAs originate from the cleavage of long double-stranded RNAs
(dsRNAs) by a Dicer enzyme; whereas piRNAs are derived from
single-stranded transcripts in a Dicer-independent pathway.
The piRNA pathway is mostly germline-speciﬁc while endo-siRNAs
also repress TE activity in somatic tissues. The endo-siRNA and piRNA
pathways have been shown to target heterochromatin formation and
transcriptional silencing of TEs in Drosophila [76–78]. In mouse, there is
also evidence thatpiRNAs are involved in transcriptional silencingof TEs
through DNA methylation [79].
No piRNAs have been reported in plants, but there is abundant
evidence that siRNAs are involved in RNA-directed DNA methylation
and gene silencing [14]. Genome-wide studies in Arabidopsis have
shown that siRNAs derived predominantly from TEs and other types
of repeats are associated with dense DNA methylation and H3K9me2
[32,33,35,36,80].
The number of proteins identiﬁed from genetic screens as being
involved in the RdDM pathway is continuously increasing. Proteins
required for RdDM include RNA-dependent RNA polymerase2
(RDR2), which generates dsRNAs from single-stranded RNA matrix;
the endonuclease DICER-LIKE3, which cleaves dsRNAs to produce 24-
nt siRNAs; and Argonaute proteins, including AGO4 and AGO6, which
bind siRNAs and play a role in recruiting DNA methyltransferase
DRM2 to DNA. Paradoxically, transcription from silent genomic
targets is necessary for RdDM. This transcription is achieved by two
plant-speciﬁc RNA polymerases, Pol IV and Pol V. Pol IV is required for
production of the vast majority of 24-nt siRNAs from methylated
regions [81], and although Pol IV transcripts have not been identiﬁed,
they are thought to be used as templates for generation of siRNAs
through the successive actions of RDR2 and DCL3. Pol V transcribes
intergenic regions, and Pol V transcripts interact with the AGO4/siRNA
complexes to induce DNA methylation and H3K9me2 [82,83].
Unlike themet1 or ddm1mutants, which have drastic impacts on TE
silencing, mutations in the RdDM pathway in Arabidopsis only result in
selective reactivation of transcription at a subset of TEs [84–92].
Moreover, TEs are not heritably reactivated by mutations in the RdDM
pathway, and the addition of the met1 mutation to RdDM mutants
shows synergistic release of transcriptional silencing [39,44]. This
















ﬁnding underscores the idea that CG methylation is the primary
epigenetic mark of heritable silencing, whereas RdDM-mediated non-
CG methylation seems to be largely used to reinforce the pre-existing
silencing at TEs. Although the molecular mechanism still needs to be
elucidated, it has been recently shown that proteins involved in the
RdDMpathway, such as NRPE2 (a common subunit of Pol IV and Pol V),
also restrict the mobilization of the EVD retroelement at the post-
transcriptional level after it has been transcriptionally activated [39].
Initiation of silencing at TEs is still poorly documented; however a
role for siRNAs in the establishment of heritable silencing at a TE was
clearly demonstrated through studies of the Mu killer (Muk) locus in
maize. This locus naturally occurred as a result of the duplication and
inversion of a portion of the autonomous Mu element MuDR [93].
Transcription of Muk produces long RNAs that fold into dsRNAs,
thereby providing a template for Dicer-like activities to generate
MuDR-matching siRNAs [93,94]. When a plant carryingmuk is crossed
with a plant carrying MuDR, Muk-derived ~25-nt siRNAs induce
cytosine DNA methylation in all three sequence contexts at corre-
sponding MuDR sequences, associated with an enrichment in
H3K9me2 and transcriptional inactivation of MuDR [93–95].
Uniquely matching 24-nt siRNAs, which are complementary to a
single location in the genome, are more consistently correlated with
DNA methylation than siRNAs that match multiple genomic locations
[32]. Accordingly, transcription from TEs targeted by uniquely
matching siRNAs is more efﬁciently silenced than TEs targeted by
siRNAs that match multiple locations [96]. Hollister and colleagues
have suggested that this difference in the efﬁcacy of siRNA-mediated
silencing may be explained by the dilution effect of siRNAs that match
multiple locations across many targets relative to uniquely matching
siRNAs. TEs in Arabidopsis lyrata, a close relative of Arabidopsis
thaliana, are targeted by a lower fraction of uniquely matching siRNAs
than in A. thaliana [96]. In addition, A. thaliana contains two- to
threefold fewer TEs than A. lyrata, raising the interesting possibility
that the variable strength of RdDM may contribute to differential TE
proliferation among species [96].
Recently, it was shown that one of the ten Argonaute proteins
encoded by the Arabidopsis genome, AGO9, controls female gamete
formation by restricting the speciﬁcation of a single megaspore
mother cell, the female gametophyte precursor [97]. Wild-type plants
develop a single megaspore mother cell that undergoes gametogen-
esis and forms the female gametophyte, whereas AGO9mutants have
multiple differentiated gametic cells that are able to initiate
gametogenesis. A similar phenotype was observed in several mutants
of the RdDM pathway, including rdr2 and dcl3 and double mutants for
Pol IV and Pol V. This phenotype, however, was also observed in
mutants for RDR6 and SGS3, which are involved in another siRNA
pathway (the trans-acting siRNA pathway) [97]. Interestingly,
Olmedo-Monﬁl and colleagues showed that AGO9 preferentially
interacts with 24-nt siRNAs derived from TEs and is necessary for
the maintenance of TE silencing in female gametes. These results
suggest that AGO9 is involved in an unorthodox, and potentially
speciﬁc, siRNA-silencing pathway that is necessary for maintaining TE
silencing in female gametes. AGO9 is also highly expressed in anthers
[97], where it may play a similar role.
5. Reversing TE silencing
Although TE silencing can be inherited over multiple generations, it
is not static. Different stresses have been shown to counteract silencing,
and recent reports have suggested that TE silencing is developmentally
controlled and reversed in speciﬁc Arabidopsis cell types.
In angiosperms, fertilization involves several nuclei that are
contained in both female and male gametophytes. On the female side
of the reproductive system, gametogenesis leads to the formation of a
haploid egg cell and a homodiploid central cell surrounded by synergid
and antipodal haploid cells. The male gametophyte, or pollen grain,
contains three haploid cells: two sperm cells embedded inside the
cytoplasm of a larger vegetative cell. Once hydrated on the stigma, this
large cell extends a tube that grows through the gynoecium due to
attraction by the synergid cells and delivers the two sperm cells inside
the female gametophyte. In the double fertilization process speciﬁc to
angiosperms, one sperm cell fertilizes the haploid egg cell, giving rise to
a diploid embryo,while the second spermcell fertilizes the homodiploid
central cell, producing a triploid endosperm that serves as a nurturing
tissue for embryo development. Hence, the vegetative cell of the pollen
grain and the central cell of the female gametophytedonot contribute to
the next generation. Recent reports have shown that drastic changes in
DNA methylation and siRNA accumulation take place in these “dead
end” cells in Arabidopsis [98–101]. Two different technical approaches
have revealed widespread reductions in DNA methylation at TEs and
other repeats in the endosperm [99,100]. This decreased DNA
methylation is in part due to the activity of DEMETER, a DNAglycosylase
expressed in the central cell prior to fertilization that excises
methylcytosines [99,100,102–104], and also possibly to reduced
expression of MET1 during gametogenesis [105]. Hypomethylation
occurs primarily at CG sites and is accompanied by increased
methylation at CHH sites in repeated sequences, which are consistent
with previous observations from met1 mutants that have lost CG
methylation [44,99]. Methylation at CHH sites is a signature of RdDM,
and consistent with this idea, Mosher and colleagues have reported a
massive burst of 24-nt siRNAs from TEs and repeats. This burst begins in
the central cell and continues in the endosperm during seed
development [98]. Whether reduced DNA methylation results in the
release of TE silencing in the endospermhas not been tested. Slotkin and
colleagues, however, have shown transcriptional reactivation and
mobilization of some TEs that are associated with reduced DNA
methylation and a loss of 24-nt TE siRNAs in the vegetative cell of the
pollen grain [101]. Hypomethylation in the vegetative nucleus is likely a
consequence of both downregulation of genes required for the
maintenance of DNA methylation, such as MET1 and DDM1, and of
active demethylation by an unidentiﬁed DNA demethylase
[101,105,106]. Slotkin et al. also noticed an accumulation of 21-nt
siRNAs from Athila retrotransposons, which may be produced in the
vegetative nucleus and accumulate in sperm cells [101]. Similarly,
because both 21- and 24-nt siRNAs are mobile in Arabidopsis [107,108],
the burst of 24-nt siRNAs produced in the central cell/endosperm may
migrate into and accumulate in the egg cell/embryo. This high level of
24-nt siRNAs may provide an additional layer of silencing at TEs in the
egg cell/embryo by reinforcing the RdDMpathway. Consistentwith this
explanation, Hsieh and colleagues found that the levels of CHH
methylation at TEs and repeats are elevated in the embryo relative to
adult tissues [99]. On the male side, 21-nt siRNAs produced in the
vegetative cell may also strengthen TE silencing in sperm cells at the
post-transcriptional level to prevent TEmobilization. These 21- and 24-
nt siRNAs may play similar roles in backup of TE silencing during
fertilization [78].
Epigenetic reprogramming of TE silencing has also been docu-
mented in maize, where MuDR silencing is reversed upon the change
from juvenile to adult phase, in a tissue adjacent to the one that will
produce the germ line [95].
Plants do not establish a germ cell line early during development.
Instead, progenitor germ cells differentiate late during sporophyte
development. The optimumwindow for a TE to mobilize and produce
new insertions that will be subsequently inherited by the next
generation is between the differentiation of gametophyte precursors
and the formation of the early embryo. In this regard, accumulating
extra layers of TE silencing in these cells would secure genome
integrity. But, what could induce TE silencing relaxation? Obviously,
as demonstrated experimentally, mutations in epigenetic regulators
involved in the maintenance of CG methylation, such as MET1 or
DDM1, may induce TE mobilization [25,26,29,39]. However, such
mutations would be expected to occur relatively rarely. Perhaps more













commonly, changes in environmental conditions or sudden environ-
mental stresses could challenge TE silencing. Accordingly, two recent
reports have demonstrated that heat stress can overcome TE silencing
in Arabidopsis, at least at the transcriptional level [109,110].
Transcription of several classes of TEs and other heterochromatic
targets, which are normally silent at ambient temperature, is
signiﬁcantly upregulated upon exposure to a heat stress at 37 °C.
This release from silencing occurs across the genome [109] and is
mainly transient. Interestingly, at the loci examined, stress-induced
destabilization of silencing occurred without altering common
repressive epigenetic marks, including DNA methylation and
H3K9me2 [109,110], indicating that these marks are not sufﬁcient
for efﬁcient transcriptional silencing under these conditions. It is
currently unknown whether heat stress produces an activating signal
that overcomes the presence of these marks or interferes with their
readout. Moreover, whether stresses have the same effect on the
genomes of gametes, gamete precursors or the early embryo is not
known. It would be of interest to determine if the “extra layer” of
silencing present in these cell types/developmental stages, which are
represented by high levels of speciﬁc siRNAs and the possible action of
an unconventional siRNA pathway involving AGO9, provides these
cells/developmental stages with relatively lower sensitivity to stress.
In a recent study, Ito and colleagues showed that an LTR retro-
element, named ONSEN, could be mobilized following heat stress-
induced transcriptional stimulation [111]. Although stress was applied
to young seedlings, transposition of ONSEN was found only in the
progeny of stressed plants. Furthermore, new ONSEN insertions were
detected only in the progeny of RdDM mutants subjected to stress but
not in the progeny of stressed wild-type individuals. Using elegant
genetic approaches, the authors demonstrated that in the absence of a
functional RdDM pathway, “memory” of the heat-stress persists during
plant development, resulting in ONSEN mobilization, which interest-
ingly occurred prior to gametophyte development [111].
6. Conclusion
A combination of genomic and genetic studies in plants have
revealed that TEs are the main targets of epigenetic silencing pathways
and that TEs are controlled by several layers of silencing. Crosstalk
among these layers has been observed, and as exempliﬁed by speciﬁc
bursts of 21- and 24-nt siRNAs and the role of AGO9, certain silencing
layers seem to be devoted to speciﬁc cell types or particular
developmental stages. In this “mille-feuille” of silencing, the precise
contribution of each layer to the silencing efﬁciency for a given TE is
highly variable (Fig. 1).
The purpose and evolutionary origin for this speciﬁcity remain
elusive. Because TEs represent highly dynamic genomic components
and because there are potentially deleterious consequences of TE
mobilization, evolutionary forces have likely driven the production of
various epigenetic mechanisms to ensure TE silencing. Various factors
may govern the speciﬁcity of TE silencing, including TE size, copy
number, transposition competence, genomic location and local
chromatin environment. Accumulating evidence has demonstrated
that a variety of environmental stresses can challenge TE silencing and
possibly lead to bursts of transposition. Interestingly, distinct stresses
affect TEs differentially, suggesting that selectivity and complexity in
TE silencing may have evolved as a consequence of stress exposure.
As we increase our knowledge of the molecular details of TE
silencing, future studies will need to reveal how environmental factors
interfere with these silencingmechanisms and thereby contribute to TE
proliferation.
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Figure I-5 : Distribution de la méthylation des gènes chez A. thaliana et corrélation avec 
le taux d’expression 
A- Les gènes possèdent principalement de la méthylation CG, sur les exons. Elle est 
déposée par l’ADN méthyltransférase MET1 et ses cofacteurs VIM1, VIM2 et VIM3.  
 
B- La distribution de la méthylation CG au niveau des gènes présente une forme 
parabolique, un taux faible aux extrémités et maximum au centre du corps des gènes. Au 























I.A.5. Régulation épigénétique des gènes 
I.A.4.a. La méthylation ADN 
 Un tiers des gènes est méthylé, et contrairement aux éléments transposables, cette 
méthylation est retrouvée presque exclusivement sur les cytosines en contexte CG (Figure I-
5A & B) (Tran et al. 2005). Elle est déposée sur les exons majoritairement, par l’ADN 
méthyltransférase METHYLTRANSFERASE 1 (MET1) ainsi que ses cofacteurs VARIANT 
IN METHYLATION 1 (VIM1), VIM2, et VIM3 (Feng et al. 2010). Sa distribution rappelle 
celle du positionnement des nucléosomes et suggère que la méthylation ADN puisse avoir un 
impact dans la définition des exons ou la régulation de l’épissage (Chodavarapu et al. 2010). 
La protéine de remodelage de la chromatine DECREASE IN DNA METHYLATION 1 
(DDM1), bien qu’agissant majoritairement sur les éléments transposables, est aussi nécessaire 
à la méthylation CG d’environ 50% des gènes euchromatiques méthylés (Zemach et al. 2013). 
Elle ouvrirait l’accès aux méthyltransférases ADN au niveau des régions très compactées, 
riches en histone H1.  
De façon intéressante, la distribution de la méthylation CGme sur les gènes présente une 
forme parabolique, elle est déplétée sur les extrémités (2kb du début du gène et 1kb de la fin 
du gène) et augmente fortement en allant vers le centre du corps du gène (Figure I-5B) 
(Zhang et al. 2006, Zilberman et al. 2007, Cokus et al. 2008). L’expression génique varie de 
façon opposée à la méthylation ADN sur la région proche du site d’initiation de la 
transcription (Zilberman et al. 2007, Zemach et al. 2010). Cette absence de méthylation CG 
aux extrémités serait donc cruciale pour la transcription correcte des gènes. De plus, 
confirmant cette hypothèse, il a été noté que les gènes ayant une expression modérée sont plus 
souvent méthylés que les gènes très fortement ou très faiblement transcrits. Les petits gènes 
méthylés, de moins de 3kb, sont les moins exprimés, leur petite taille leur confèrerait donc 
une plus grande sensibilité à la méthylation ADN. L’analyse de l’expression génique dans le 
mutant met1, déficient en méthylation CG a permis de démontrer également que la 
méthylation ADN, qu’elle soit présente dans le corps du gène ou dans le promoteur, interfère 
avec l’élongation de la transcription, et plus le taux de méthylation CG dans la plante sauvage 
est fort, plus le gène est surexprimé dans le mutant (Zilberman et al. 2007).  
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Figure I-6 : MET1 et la méthylation CG sont nécessaires à l’expression correcte des 
gènes, régulant le développement de la plante et la réponse au stress. 
A- Fraction des gènes dérégulés dans met1 impliqués dans la réponse au stress et le 
développement de la plante. L’ontologie des gènes sur-exprimés et sous-exprimés dans met1 
a été déterminé grâce à l’outil Gene Ontology Annotations de TAIR, en utilisant les données 
de séquençage ARN à haut-débit réalisé par Lister et al., 2008.   
 
B- Phénotypes des plantes met1-3 et ddm1-2. Un retard de floraison est observé dans 
les plantes hétérozygotes met1-3 -/+ et homozygotes met1-3 -/- ainsi que dans les générations 
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Dans les mutants déficients en méthylation ADN, de nombreux gènes sont surexprimés ou 
sous-exprimés (Zhang et al. 2006, Lister et al. 2008, Dowen et al. 2012b). Parmi eux, 
beaucoup sont impliqués dans le développement et la réponse aux stress biotiques et 
abiotiques, démontrant le rôle fondamental de la méthylation ADN dans ces processus 
(Figure I-6A). 
Ceci participe à l’apparition d’anomalies développementales dans ces mutants. Chez le 
mutant met1, où la méthylation CG est perdue,  un fort retard de floraison est observé, comme 
dans les générations tardives du mutant ddm1 (Figure I-6B). La floraison tardive est causée 
dans ces mutants par l’expression ectopique du gène FLOWERING WAGENINGEN (FWA), 
due à la déméthylation d’un élément SINE présent dans le promoteur du gène.  
L’étude de ce gène, ainsi que des gènes MEDEA (MEA), FERTILIZATION INDEPENDENT 
ENDOSPERM (FIE) et FERTILIZATION INDEPENDENT SEED 2 (FIS2) notamment, gènes 
réprimant le développement de la graine en absence de pollinisation, a permis de mettre en 
évidence l’implication de la méthylation CG dans le contrôle de l’empreinte parentale 
(Kinoshita et al. 1999, Vielle-Calzada et al. 1999, Luo et al. 2000, Soppe et al. 2000a, 
Kinoshita et al. 2004, Jullien et al. 2006, Hsieh et al. 2011). Ce processus permet la régulation 
de nombreux gènes essentiels au développement normal chez les Mammifères et les 
Angiospermes. Chez les Plantes, il se produit majoritairement dans l’endosperme dont les 
fonctions sont analogues au placenta, et affecte 1 à 2% des gènes (Gehring et al. 2011, Hsieh 
et al. 2011, McKeown et al. 2011, Wolff et al. 2011, Raissig et al. 2013). Quelques gènes 
présentant une expression monoallélique dans l’embryon dépendante de l’origine parentale 
ont également été récemment identifiés (Raissig et al. 2013).  
 
 
Comment sont régulés les gènes soumis à empreinte ? 
Le gamétophyte femelle comporte deux cellules, la cellule œuf haploïde et la cellule 
centrale diploïde (Figure I-7). Elles sont fécondées par les deux cellules spermatiques 
haploïdes du gamétophyte mâle, générant ainsi un embryon diploïde et un endosperme 
triploïde qui apporte les nutriments nécessaires au développement de l’embryon.  
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Figure I-7 : Contrôle de l’expression des gènes soumis à l’empreinte parentale chez A. 
thaliana. 
Chaque cellule-mère subit une méiose puis une différenciation cellulaire, en résulte une 
cellule haploïde, microspore chez le mâle, et mégaspore chez la femelle. La division de cette 
cellule est à l’origine de la formation des gamétophytes. La double fécondation  de la cellule 
œuf haploïde et de la cellule centrale diploïde du gamétophyte femelle par les deux cellules 
spermatiques haploïdes du gamétophyte mâle génère un embryon diploïde et un endosperme 
triploïde.  
Dans le gamétophyte mâle, la présence de la méthyltransférase ADN MET1 entraîne la 
méthylation des promoteurs de gènes soumis à l’empreinte parentale et ainsi leur répression. 
Ces gènes sont exprimés dans le gamétophyte femelle, grâce à la présence d’un complexe 
incluant les protéines RBR1 et MSI1 qui réprime la transcription du gène MET1, et de la 
glycosylase ADN DME participant à leur déméthylation active. Après fécondation, 
l’expression de cet allèle maternel est maintenue dans l’endosperme, tandis que l’allèle 






























Dans le gamétophyte femelle, la transcription du gène MET1 est réprimée par le complexe 
formé par la protéine impliquée dans la prévention de la prolifération syncitiale incontrôlée, 
RETINOBLASTOMA RELATED 1 (RBR1) et l’homologue de RbAp48, 
MULTICOPYSUPPRESSOR OF IRA1 (MSI1), qui empêche la production d’endosperme à 
partir de cellules centrales non fécondées (Jullien et al. 2008). La répression de MET1 ainsi 
que l’action de la déméthylase ADN DEMETER (DME) dans la cellule centrale permet la 
transcription de gènes tels que MEDEA, FWA ou FIS2 (Figure I-7) (Choi et al. 2002, Gehring 
et al. 2006, Jullien et al. 2006, Jullien et al. 2008). L’expression de cet allèle maternel est 
maintenue dans l’endosperme, après fécondation, tandis que l’allèle paternel est réprimé par 
MET1 qui dépose de la méthylation CG sur le promoteur de ces gènes, comme dans le 
gamétophyte mâle et durant la phase végétative.  
L’empreinte parentale dans l’embryon, elle, est moins bien documentée à ce jour mais 
nécessiterait la suppression et la remise en place des marques épigénétiques entre les 
générations.  
Dans l’endosperme, ce processus pourrait provenir du conflit d’intérêt parental pour 
l’allocation des ressources, comme chez les Mammifères. Les gènes ciblés dans l’embryon 
pourraient, eux, participer à l’interface mère-nourrisson, ce qui est concordant avec le fait que 
la très grande majorité des gènes identifiés sont exprimés maternellement. Mais ceci demeure 
hypothétique en l’état actuel des connaissances (Raissig et al. 2013).  
Le rôle crucial de la méthylation CG dans le contrôle de l’expression des gènes durant le 
développement embryonnaire se révèle également par le phénotype des graines issues du 
croisement de mutants met1 avec des plantes sauvages (FitzGerald et al. 2008). En effet, 
lorsque met1 est transmis par le gamétophyte mâle, des graines de taille réduite sont obtenues, 
ceci est probablement lié à l’absence de répression de gènes soumis à empreinte codant des 
inhibiteurs de croissance. La transmission de la mutation met1 dans le gamétophyte femelle 
entraîne au contraire la formation de grosses graines. Cela serait dû à une prolifération 
excessive, non pas du gamétophyte ou de l’embryon lui-même, mais des tissus 
sporophytiques maternels entourant le sac embryonnaire. Ainsi, MET1 contrôle la croissance 
de l’endosperme mais réprime également les gènes maternels impliqués dans la division 
cellulaire et l’élongation des intéguments, limitant ainsi la croissance de la graine (FitzGerald 
et al. 2008).  
 
 	   




Figure I-8 : Processus de déméthylation passive et active chez A.thaliana 
A- Modèle de déméthylation passive. En absence de maintenance de la méthylation 
ADN durant la gamétogenèse, tel que dans le mutant met1, l’ADN est passivement déméthylé 
au cours des deux ou trois mitoses. En résulte l’obtention de gamètes hémiméthylés ou 
totalement déméthylés. 
 
B- Mécanisme de déméthylation active. Chez Arabidopsis, l’ADN est déméthylé 
activement via l’action de glycosylases bifonctionnelles de la famille de DME. Tout d’abord, 
la cytosine méthylée est libérée par clivage de la liaison N-glycosidique, générant un site 
abasique. Puis la liaison phosphodiester est supprimée au niveau des extrémités 3’ et 5’ du 
site abasique via l’activité de lyase apyrimidique, ceci génère une brèche d’un nucléotide, 
réparée par une polymérase et une ligase ADN.
 
C- Déméthylases ADN décrites chez A. thaliana. Chez Arabidopsis, quatre 
déméthylases ADN ont été décrites, incluant DME, ROS1 et DML3, capables de déméthyler 
les cytosines dans les trois contextes. Seule une faible activité sur les sites CG a par contre été 
détectée pour DML2. La largeur des flèches corrèle avec la préférence des déméthylases 



















I.A.4.b. La déméthylation ADN 
 
La méthylation ADN peut être effacée de façon passive, au cours des réplications, par 
l’absence de maintenance de la méthylation mais aussi de façon active, chez les Plantes, par 
l’action de déméthylases ADN (Figure I-8A). Ces protéines sont à la fois des glycosylases 
ADN et des lyases ADN de la superfamille HhH-GPD (Helix-hairpin-Helix). Leur activité 
glycosylase permet le clivage de la liaison N-glycosydique de la 5-méthylcytosine (5-meC) 
par β,δ-élimination générant un site abasique au niveau duquel l’ADN est ensuite coupé par 
l’activité lyase (Figure I-8B) (Agius et al. 2006). Une AP endonucléase crée une extrémité 
3’OH permettant à une ADN polymérase de réparation d’insérer un nucleotide non méthylé 
(Kapoor et al. 2005). Enfin, une ligase ADN rebouche la brèche. Récemment, Martinez-
Macias et al. ont identifié une ADN 3’ phosphatase, ZINC FINGER DNA 3’-
PHOSPHATASE (ZDP), opérant sur les produits d’incision de REPRESSOR OF 
SILENCING 1/DEMETER-LIKE 1 (ROS1/DML1) (Martinez-Macias et al. 2012). Ils ont 
également démontré que la protéine X-RAY REPAIR CROSS COMPLEMENTING 
(XRCC1) interagit avec ROS1 et ZDP et stimule leur activité enzymatique, elle facilite 
également la ligation au niveau de la brèche (Martinez-Macias et al. 2013).  
Chez Arabidopsis, quatre ADN déméthylases ont été décrites, la protéine DME ainsi que ses 
paralogues ROS1, DEMETER-LIKE 2 (DML2) et 3 (DML3) (Figure I-8C) (Gehring et al. 
2006, Morales-Ruiz et al. 2006, Penterman et al. 2007b, Ortega-Galisteo et al. 2008). Ces 
ADN déméthylases sont exprimées dans les organes principaux de la plante, racines, tiges, 
inflorescences ainsi que feuilles caulines. Des expériences in vitro ont démontré que DME est 
capable de déméthyler les 5-meC quelque soit leur contexte, ROS1 et DML3 également 
même s’ils présentent une affinité plus forte respectivement pour les sites CG, et CG et CHH. 
DML2, quant à elle, a une activité in vitro beaucoup plus faible et détectée seulement en 
présence d’oligonucléotides méthylés en contexte CG (Figure I-8C).  
 
L’étude des simples mutants ros1, dml2 et dml3 ainsi que du triple mutant ros1 dml2 dml3 
(rdd) a démontré qu’ils agissent de façon redondante sur certains loci mais ont également 
chacun des cibles spécifiques (Figure I-9A) (Penterman et al. 2007b, Lister et al. 2008).  
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Figure I-9 : Caractéristiques des régions cibles des ADN déméthylases. 
A- Distribution des régions différentiellement méthylées dans le mutant ros1 et le triple 
mutant ros1 dml2 dml3 (rdd), et chevauchement de ces régions entre le triple et le simple 
mutant. 
 
B- Les déméthylases ADN ROS1, DML2 et DML3 ciblent les extrémités 3’ et 5’ des 
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De plus, l’analyse récente des profils de méthylation ADN sur le génome entier a mise en 
évidence 5000 loci hyperméthylés dans le mutant ros1-4 et 9000 dans le triple mutant rdd, 
incluant gènes, transposons et zones intergéniques (Qian et al. 2012). 4000 de ces loci sont 
altérés dans ros1 et rdd, ce qui suggère un rôle prépondérant de ROS1 sur 40% des loci cibles 
des déméthylases (Figure I-9A).  
De façon intéressante, alors que les éléments transposables sont le plus souvent 
hyperméthylés, dans le mutant rdd, sur la totalité de leur séquence, l’hyperméthylation au 
niveau des gènes est retrouvée principalement sur les extrémités 3’ et 5’. Les déméthylases 
seraient donc responsables de la déplétion en méthylation ADN observée sur ces zones dans 
les plantes sauvages (Penterman et al. 2007b, Lister et al. 2008) (Figures I-5B et I-9B). De 
plus, dans ce triple mutant, la zone hyperméthylée tend à être enrichie en petits ARN de 24 nt, 
ce qui suggère que l’hyperméthylation fait intervenir la voie RdDM, voie de silencing par les 
petits ARN (Penterman et al. 2007a, Qian et al. 2012 ). De façon concordante, 
l’hyperméthylation des loci dans le mutant ros1 implique des acteurs de cette voie de 
silencing tels que Pol IV, RNA-DEPENDENT RNA POLYMERASE 2 (RDR2), DICER-
LIKE 3 (DCL3) et ARGONAUTE 4 (AGO4) (Penterman et al. 2007a). Dans les mutants 
RdDM, le gène ROS1 est fortement réprimé et la protéine DEFECTIVE IN RNA-DIRECTED 
DNA METHYLATION 1 (DRD1), autre composant de cette voie, est nécessaire non 
seulement à la méthylation de certains loci sur les trois contextes mais également à la 
déméthylation CG de ceux-ci (Kanno et al. 2005, Huettel et al. 2006). Ainsi, ROS1, DML2 et 
DML3 contrecarreraient l’action de la voie RdDM afin qu’elle n’empiète pas sur les gènes, 
voie RdDM qui elle-même régule leur fonctionnement.  
Exceptés certains transgènes, gènes et éléments transposables dont le silencing est 
contré par l’action de ROS1, l’expression des loci ciblés n’est, dans la grande majorité des 
cas, pas affectée par l’hyperméthylation apparaissant dans les mutants. Ainsi, le séquençage 
ARN à haut-débit dans les bourgeons floraux indique que 0,53% (146 gènes) des gènes sont 
affectés transcriptionnellement dans rdd, seuls 10 d’entre eux présentent une 
hyperméthylation significative et sont donc probablement des cibles des déméthylases ADN. 
Une forte stringence dans l’analyse de la méthylation ADN dans cette étude ou un effet 
indirect des déméthylases ADN pourrait expliquer la différence d’expression observée sur les 
autres loci.  
 
 
 	   






Figure I-10 : Phénotypes des plantes ros1. 
Les plantes entières (A), les siliques (B) ainsi que les plantules (C) sauvages (WT) et 








Figure I-11 : Mécanisme putatif de guidage de la déméthylase ADN ROS1 par la 
protéine ROS3. 
La protéine ROS3 se lierait aux petits ARN et permettrait le recrutement de ROS1 au niveau 














De plus, moitié d’entre eux sont plus transcrits dans le triple mutant qu’en fond sauvage, 
contrairement à l’hypothèse conférant aux déméthylases un rôle anti-silencing (Penterman et 
al. 2007b , Zhu et al. 2007, Lister et al. 2008 ).  
De même que l’effet limité sur l’expression des gènes cibles, l’absence d’anomalies 
phénotypiques des simples et du triple mutant, du moins dans les premières générations, 
suggère que ces protéines ne sont pas essentielles au développement correct de la plante 
(Figure I-10) (Gong et al. 2002, Penterman et al. 2007b). Cependant, un article récent a 
démontré que ROS1 contrôlerait la taille de la population de cellules souches stomatales, par 
la déméthylation du promoteur du gène EPF2, le mécanisme de déméthylation ADN active 
est donc responsable de certaines étapes clés du développement (Yamamuro et al. 2014). 
ROS1 participerait aussi à la réponse immune induite par la plante lors d’infection 
bactérienne, en amorçant l’activation transcriptionnelle de certains gènes de défense et de TEs 
(Yu et al. 2013). Ainsi ces déméthylases pourraient participer à maintenir le génome plastique 
pour une réponse rapide au stress. 
 
Comment et pourquoi certains loci sont-ils spécifiquement ciblés par les 
déméthylases ADN ?  
Ceci demeure très flou. Les différentes études réalisées ont établi que ces loci sont distribués 
de façon homogène sur les cinq chromosomes, sont enrichis en petits ARN de 24 nt, et 
chevauchent pour la plupart des séquences répétées (Penterman et al. 2007a, Qian et al. 
2012 ). L’identification de la protéine REPRESSOR OF SILENCING 3 (ROS3), colocalisant 
avec ROS1 et se liant à des petits ARN in vitro apporte une piste, cette protéine pourrait 
guider ROS1 vers ses cibles grâce à sa liaison à des petits ARN homologues (Figure I-11) 
(Zheng et al. 2008). 
La protéine DME est, elle, impliquée dans le phénomène d’empreinte parentale, en 
association avec la méthyltransférase ADN MET1. L’étude des profils de méthylation ADN 
dans l’embryon et l’endosperme ainsi que d’endosperme de plantes mutées pour DME a 
également révélé que cette déméthylase ADN est responsable de la réduction en méthylation 
ADN principalement au niveau de sites CG dans l’endosperme. Au niveau de certains gènes, 
la perte en méthylation CG est localisée à l’extrémité 5’ et provoque leur activation 
transcriptionnelle. Ces analyses ont donc permis de révéler de potentiels nouveaux gènes 
soumis à empreinte (Gehring et al. 2011, Hsieh et al. 2011, McKeown et al. 2011, Wolff et al. 







Figure I-12 : Acétylation des histones H3 et H4. 
L’acétylation des histones est associée à la transcription. Elle affecte principalement les 
lysines 9, 14, 18 et 23 de l’histone H3 ainsi que les lysines 5, 8, 12, 16 et 20 de l’histone H4. 
ROS4, GCN5 et ELP3 contribueraient au dépôt des groupements acétyl tandis que des 































































































Parallèlement à la méthylation et la déméthylation ADN, de nombreuses modifications 
post-traductionnelles des histones ainsi que l’incorporation de variants d’histones ont un rôle 
crucial dans la compaction de la chromatine ainsi que la modulation des profils d’expression. 
 
I.A.4.c. Les marques histones et variants d’histones 
I.A.4.a.1. L’acétylation et la déacétylation des histones 
L’acétylation des histones consiste en l’ajout d’un groupement acétyl sur un résidu 
Lysine de l’histone par une histone acétyltransferase (HAT), elle neutralise la charge positive 
de la lysine affectée et ainsi peut modifier les interactions de l’histone avec la molécule 
d’ADN ou avec d’autres protéines (Figure I-12). Chez Arabidopsis, l’acétylation peut 
affecter les lysines 9, 14, 18, 23 et 27 de l’histone H3 ainsi que les lysines 5, 8, 12, 16 et 20 de 
l’histone H4. Cette modification d’histones est associée à une activation de la transcription, 
aux processus de réplication, recombinaison ou réparation. Les HAT sont classifiées en quatre 
familles, GCN5-RELATED N-ACETYLYTRANSFERASE (GNAT), MYST, CREB 
BINDING PROTEIN (CBP) /p300 et TBP-ASSOCIATED FACTOR 1 (TAF1)/TAFII250. 
La famille GNAT inclut notamment la protéine GCN5 / HISTONE 
ACETYLTRANSFERASE OF THE GNAT FAMILY 1 (HAG1), HAT majeure chez 
Arabidopsis nécessaire à la transcription d’un grand nombre de gènes, et la protéine 
ELONGATOR PROTEIN 3 (ELP3) /ELO3/HAG3 qui favorise l’élongation de la 
transcription par interaction avec l’ARN polymérase. La mutation des gènes codant pour ces 
HAT provoque l’apparition de nombreux défauts dans le développement et la croissance de la 
plante (Bertrand et al. 2003, Bertrand et al. 2005, Berr et al. 2011). 
Afin de maintenir un équilibre constant dans le niveau d’acétylation des histones, des 
histones déacétylases (HDAC) participent à la suppression des groupements acétyl (Berr et al. 
2011). Il existe quatre sous-classes, RDP3, HDA1 et SIR2, homologues à la Levure, et HD2, 
spécifique des Plantes (Pandey et al. 2002) (Figure I-12). La mutation du gène codant la 
protéine HISTONE DEACETYLASE 19 (HDA19) /HD1, appartenant à la classe RDP3 
entraîne des anomalies pléiotropiques, corrélée à l’expression ectopique de certains gènes tels 
que SUPERMAN (SUP) (Wu et al. 2000, Tian et al. 2001, Tian et al. 2003).  
7% des gènes sont affectés transcriptionnellement dans ce mutant, une partie de ces gènes 
sont surexprimés et déacétylés au niveau de leur promoteur, d’autres sont sous-exprimés. Ceci 
suggère un rôle des HDAC dans l’expression correcte de nombreux gènes, qu’elles agissent 
de façon directe ou indirecte sur les gènes cibles (Tian et al. 2005). 
 	   








Figure I-13 : Ubiquitination des histones H2A et H2B. 
L’ubiquitination affecte la lysine 143 de l’histone H2B et la lysine 119 de l’histone H2A. Les 
protéines HUB1 et 2 et UBC1 et 2 coopèrent pour le dépôt d’ubiquitine sur l’H2B tandis que 
UBP26 et OTLD1 enlèvent le groupement ubiquitine sur des loci hétérochromatiques 
notamment. La marque H2BUb est associée à des gènes transcrits. Au contraire, l’H2AUb 
tend à inhiber la transcription. Elle est déposée par le complexe PRC1. Celui-ci recruterait 

















































































Parmi la classe RDP3, HDA6 a également une fonction importante dans le silencing des 
éléments transposables et des gènes ARNr ainsi que dans la maintenance de la méthylation 
ADN (Lippman et al. 2003a, Earley et al. 2006, Earley et al. 2010). Son action implique la 
voie RdDM et la méthyltransférase MET1 avec laquelle elle est capable d’interagir. HDA6 
régule également la méthylation ADN au niveau de certains promoteurs, via un mécanisme 
indépendant (O'Neill et al. 1998, Stroud et al. 2013). Elle pourrait déacétyler H3K14, H4K5 et 
H4K12 (Earley et al. 2006).  
 
I.A.4.a.2. L’ubiquitination et déubiquitination des histones  
L’ubiquitination des histones se caractérise par la liaison d’une ubiquitine. Cette petite 
protéine est tout d’abord activée et liée à l’enzyme E1, puis conjuguée à l’enzyme E2, qui se 
lie elle-même à l’enzyme E3 permettant le transfert de l’ubiquitine sur un résidu lysine 
(Pickart 2001). Plusieurs histones et variants d’histones peuvent être monoubiquitinés, 
cependant les études se sont jusqu’alors majoritairement focalisées sur les histones H2A et 
H2B (Figure I-13). Les protéines BMI1A, BMI1B, RING1A et RING1B appartenant au 
complexe Polycomb Repressive Complex 1 (PRC1) participent à la monoubiquitination de la 
lysine 119 de l’histone H2A (Bratzel et al. 2010). Cette marque bloque l’initiation de la 
transcription des loci ciblés et a un rôle important dans la régulation de l’activité du 
méristème apical, la germination des graines, la répression des gènes de régulation 
embryonnaire durant la phase végétative. De façon intéressante, alors que chez les Animaux 
le dépôt d’H3K27me3 par POLYCOMB REPRESSIVE COMPLEX 2 (PRC2) précède le 
recrutement de PRC1, une étude a démontré que, sur les gènes analysés, codant pour des 
protéines de maturation des graines, le dépôt d’H2AUb initie la répression transcriptionnelle, 
ensuite maintenue par la triméthylation de l’H3K27 (Yang et al. 2013).  
La monoubiquitination de l’histone H2B (H2BUb) est, elle, retrouvée de la Levure aux 
Animaux, sur une lysine très conservée, la lysine 143 chez Arabidopsis (Figure I-13). Cette 
marque est associée à des gènes actifs et se localise souvent sur des régions également 
enrichies en H3K4me3 et/ou H3K36me3 (Roudier et al. 2011).  
Quatre protéines participeraient au dépôt de cette marque chez Arabidopsis, UBIQUITIN 
CARRIER PROTEIN 1 (UBC1) et UBC2 agiraient de façon redondante, au côté de 
HISTONE MONOUBIQUITINATION 1 (HUB1) et HUB2.  
L’H2BUb est impliquée dans la régulation de la floraison, du rythme circadien, du cycle 
cellulaire, de la photomorphogénèse et dans la défense de la plante contre les pathogènes.  
 	   






Figure I-14 : Méthylation de l’H3K4. 
La lysine 4 de l’histone H3 peut être mono-, di-, ou triméthylée. L’H3K43me1 est enrichie 
sur les gènes de grande taille, principalement en 3’, tandis que l’H3K4me2 et me3 sont 
retrouvées à l’extrémité 3’ de gènes mais aussi dans les promoteurs. ATX2 pourrait 
diméthyler l’H3K4. SDG2, SDG14, SDG16 et AXT1 pourraient participer à la triméthylation 
de cette lysine via leur intéraction avec un sous-complexe COMPASS. Un grand nombre de 

























































































Plusieurs études ont démontré l’interaction génétique ou physique d’ubiquitinases avec des 
gènes ou protéines impliquées dans la transcription et le recrutement de la polymérase ARN II 
telles que le complexe Polymerase Associated Factor 1 (PAF1), le complexe Mediator ou la 
chaperone d’histones FACILITATES CHROMATIN TRANSCRIPTION (FACT) qui 
déstabilise les nucléosomes pour faciliter le passage de la Pol II (Dhawan et al. 2009 , Gu et 
al. 2009 , Lolas et al. 2010). Cependant, l’effet exact d’H2Bub dans la transcription reste flou.  
Les taux d’H2BUb sont régulés par l’action d’enzymes de déubiquitination, la protéase 
ubiquitine UBIQUITIN-SPECIFIC PROTEASE 26 (UBP26)/SUP32 impliquée dans la 
répression de loci hétérochromatiques ainsi que dans la régulation de la floraison, et la 
déubiquitinase OTUBAIN-LIKE DEUBIQUITINASE 1 (OTLD1) identifiée récemment 
(Sridhar et al. 2007, Schmitz et al. 2009) (Figure I-13).  
I.A.4.a.3. La méthylation/déméthylation des histones 
Cette modification de queues d’histones consiste en l’ajout d’un, deux ou trois 
groupement(s) méthyl sur un résidu lysine ou arginine par une histone méthyltransférase 
(HMT). Chez Arabidopsis, toutes les HMT identifiées possèdent un domaine catalytique SET 
(du nom de l’HMT identifié chez la Drosophile, Suppressor of variegation (Su(var)3-9), 
Enhancer of Zeste (E(z)) and Trithorax (TRX)). Elles sont au nombre de 47 mais seules 
quelques unes d’entre elles ont été caractérisées. 
Les gènes sont majoritairement enrichis en mono-, di- et triméthylation de la Lysine 4 de 
l’histone H3 (H3K4me1/me2/me3), en H3K36me1/2/3, en H3K27me1/2/3 et en H3K9me3.  
 
La méthylation de l’H3K4 
La méthylation de la lysine 4 de l’histone H3 touche 80% à 90% des gènes. L’H3K4me1 est 
retrouvée dans les régions transcrites avec un biais en 3’, comme la méthylation CG, et est 
enrichie dans les gènes plus longs (Figure I-14). H3K4me2 et H3K4me3 se localisent dans 
les promoteurs et l’extrémité 3’ des gènes. La triméthylation de la lysine 4 marque des gènes 
fortement et largement exprimés, tandis que l’H3K4me2 colocalise en partie avec 
l’H3K27me3 et s’associerait préférentiellement à des gènes ayant une expression tissu-
spécifique (Zhang et al. 2009, Roudier et al. 2011).  
Des analyses phylogénétiques et bioinformatiques ont identifiés dix H3K4 histone 
méthyltransférases putatives. Parmi elles, les protéines SDG2/ATXR3 et ATX1/SDG27 sont 
capables de triméthyler l’H3K4 (Figure I-14). Le complexe fortement conservé COMPASS 
est également impliqué dans le dépôt d’H3K4me3.  
 	   







Figure I-15 : Méthylation de l’H3K36. 
Contrairement à la monométhylation d’H3K36, les marques H3K36me2 et me3 corrèlent avec 
la transcription. SDG4, 24 et 27 seraient capables de déposer l’H3K36me1, SDG8 et SDG26 



















































Pas de lien avec la transcription.
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Il comprend, chez Arabidopsis, les protéines ARABIDOPSIS ASH2 RELATIVE (ASH2R), 
RETINOBLASTOMA BINDING PROTEIN 5 (RbBP5) et WD40 REPEAT 5a (WDR5a) et 
WDR5b.  
Il a été démontré que ASH2R, RbBP5 et WDR5a forment un sous-complexe servant de 
plateforme à la méthylation H3K4me3, comme observé précédemment chez les Mammifères, 
via l’interaction de WDR5a avec les HMT ATX1, SET DOMAIN PROTEIN 14 (SDG14) et 
SDG16 (Jiang et al. 2009, Jiang et al. 2011). Dans les mutants sdg2, atx1 et ash2r, de 
nombreux gènes sont dérégulés et les plantes présentent des anomalies phénotypiques, cette 
marque est donc nécessaire au développement correct de la plante. 
A ce jour, seule la protéine ATX2/SDG30 a été identifiée comme une potentielle histone 
méthyltransférase H3K4me2 (Figure I-14). La mutation du gène ATX2 n’a pas d’impact sur 
le phénotype des plantes, d’autres protéines pourraient avoir une fonction redondante à 
ATX2.  
Enfin, aucune HMT capable de déposer l’H3K4me1 n’a été mise en évidence chez 
Arabidopsis.  
De façon intéressante, l’HMT SDG8/EFS/CCR1/ASSH2 serait capable de se lier à l’H3K4me 
grâce à son domaine Cystéine/Tryptophane (CW) et de méthyler cette même histone au 
niveau de la lysine 36, preuve d’une coopération des marques histones dans la régulation du 
génome (Hoppmann et al. 2011). 
 
La méthylation de l’H3K36 
L’H3K36me2 et l’H3K36me3 sont notamment retrouvées sur les gènes MADS-box impliqués 
dans le contrôle de la floraison et du développement floral (Figure I-15). Elles corrèlent avec 
la transcription et sont localisées dans la région transcrite des gènes et enrichie au niveau de 
l’extrémité 5’. Comme l’H3K4me3, ces marques sont associées à des gènes fortement 
exprimés mais également à des gènes ayant une expression tissu-spécifique (Xu et al. 2008, 
Grini et al. 2009).  
Comme SDG8, SDG26 est impliquée dans le dépôt de groupements méthyl sur l’H3K36, 
mais ces protéines régulent de façon indépendante l’expression des gènes (Xu et al. 2008).  
La baisse en H3K36me2/3 dans le mutant sdg8 s’accompagne d’une hausse en H3K36me1, 
marque non associée à la transcription. L’H3K36me2 et me3 pourraient agir en lien avec 
l’H3K27me3 pour réprimer certains gènes, comme le suggère la mise en évidence d’une 
interaction épigénétique entre le mutant sdg8 et le mutant curly leaf (clf) du complexe PRC2, 
déficient en H3K27me3. Selon des analyses de conformation de protéines, SDG4, SDG7 et 
SDG24 pourraient participer à la monométhylation d’H3K36 (Xu et al. 2008) (Figure I-15). 
 	   







Figure I-16 : Méthylation de l’H3K27. 
La monométhylation d’H3K27 est retrouvée au centre des gènes ciblés alors que di- et 
triméthylation se distribuent sur toute la longueur des gènes. Le complexe PRC2 est impliqué 
dans le dépôt d’H3K27me3 tandis que la déméthylase histone REF6 pourrait cibler les 















































































La méthylation de l’H3K27 
La marque H3K27me3 est très présente au niveau de nombreux gènes (Figure I-16). Elle est 
antagoniste à la marque H3K4me3 active. Ces deux marques pourraient s’associer sur certains 
loci et former des domaines bivalents, comme chez les Mammifères, pour permettre une 
activation rapide de certains gènes régulateurs clés, leur association sur la même fibre 
chromatinienne a été observée récemment sur une sous-population de cellules dans de jeunes 
plantules (Jiang et al. 2008 , Berr et al. 2010 , Roudier et al. 2011 , Sequeira-Mendes et al. 
2014). 
Le complexe PRC2, déposant cette marque, inclut les protéines FIE, et MSI1 mais également 
d’autres cofacteurs dont la présence est variable, EMBRYONIC FLOWER2 (EMF2), FIS2, 
VERNALIZATION2 (VRN2), MEA, CLF et SWINGER (SWN) (Figure I-16). Ainsi, trois 
complexes PRC2 pourraient se former chez Arabidopsis et auraient des rôles distincts, dans la 
vernalisation, dans le développement correct de l’endosperme et l’embryon, dans le 
développement végétatif mais également dans le phénomène d’empreinte parentale dans 
l’endosperme et dans l’embryon. CLF, SWN et MEA porteraient l’activité d’histone 
méthyltransférase H3K27 dans l’endosperme (He et al. 2013). Cette marque est très 
dynamique, déposée puis enlevée tout au long des étapes du développement. La présence de 
Polycomb Response Elements (PREs), identifiés au niveau de certains loci cibles, pourrait 
permettre le recrutement du complexe PRC2 (Schwartz et al. 2008). Des ARN non-codants 
pourraient également guider le complexe, tels que l’ARN COLDAIR sur le gène 
FLOWERING LOCUS C (FLC) intéragissant avec les protéines CLF et SWN (Jiang et al. 
2008).  
 
La mono- et la diméthylation d’H3K27 sont, elles, retrouvées sur de nombreux éléments 
transposables mais aussi sur 30% des gènes.  
Tandis que H3K27me1 est plus fortement enrichie au centre du gène, H3K27me2 et 
H3K27me3 sont distribuées de façon uniforme tout le long de la région transcrite, 
l’H3K27me2 est également retrouvée sur la région flanquante. Toutes trois occupent des 
gènes transcrits pour la plupart à un niveau modéré ou de façon tissu-spécifique. Tandis que 
l’H3K27me2 et l’H3K27me3 tendent à être associées aux mêmes gènes, l’H3K27me1 affecte 
un sous-groupe de gènes distincts, ce qui suggère l’existence de deux voies indépendantes de 
répression impliquant la méthylation de l’H3K27 (Figure I-16).  
L’H3K27me1 et me2 sont déposées sur les loci hétérochromatiques par les HMT 
ARABIDOPSIS TRITHORAX-RELATED PROTEIN 5 (ATXR5) et 6. Cependant, 
l’implication de ces protéines dans le dépôt de ces marques sur les gènes n’est pas démontrée.  
 	   











Figure I-17 : Méthylation de l’H3K9.  
L’H3K9me3 est principalement retrouvée sur l’extrémité 5’ de gènes fortement exprimés. 
REF6 et ELF6 enlèveraient cette marque sur certains gènes de réponse aux brassinostéroïdes. 





















































De plus, les éléments marqués par l’H3K27me1 et me2 sont également fortement méthylés et 
associés à l’H3K9me2, ce qui n’est pas le cas pour les gènes ciblés, suggérant donc des 
mécanismes d’action ou des partenaires différents.  
 
La méthylation de l’H3K9 
La marque H3K9me2 répressive est presque exclusivement retrouvée dans les éléments 
transposables en contexte sauvage. A contrario, l’H3K9me3 se localise exclusivement sur les 
gènes, et est enrichie au niveau de leur extrémité 5’ (Roudier et al. 2011) (Figure I-17). Ces 
gènes cibles sont fortement exprimés. Le rôle de cette marque et son effet sur la transcription 
reste à déterminer. 
 
Les histones déméthylases 
En comparaison avec d’autres modifications post-traductionnelles, la méthylation des 
histones est relativement stable mais peut être modulée par l’action d’histones déméthylases 
enlevant les groupements méthyl. Chez Arabidopsis, quatre gènes homologues de la LYSINE-
SPECIFIC DEMETHYLASE 1 (LSD1), LSD1-LIKE 1 (LDL1), LDL2, LDL3 et FLOWERING 
LOCUS D (FLD), participent à la déméthylation H3K4 (Figure I-14). Vingt-et-une protéines 
contenant un domaine Jumonji (JmjC) à activité histone déméthylase ont également été 
identifiées et quatre d’entre elles ont été caractérisées.  
JUMONJI 15 (JMJ15)/MEE27 et JMJ14 affectent l’H3K4me1, me2 et me3 (Liu et al. 
2010, Lu et al. 2010) (Figure I-14). De façon intéressante, LDL1, LDL2 et JMJ14, par leur 
action de déméthylation de l’H3K4 permettrait de limiter l’expansion d’H3K4me3 autour des 
promoteurs, préservant ainsi l’accès des régions voisines à la voie RdDM afin de maintenir, et 
une transcription correcte des gènes, et une répression des éléments transposables voisins 
(Greenberg et al. 2013). 
EARLY FLOWERING 6 (ELF6) affecterait l’H3K9me3, comme RELATIVE OF EARLY 
FLOWERING 6 (REF6)/JMJ12 qui participe aussi à la déméthylation de l’H3K27me2 et me3 
(Yu et al. 2008, Lu et al. 2011) (Figures I-16 et 17). Enfin, la protéine INCREASE IN 
BONSAI METHYLATION 1 (IBM1)/JMJ25 est une histone déméthylase H3K9. Elle protège 
les gènes de la marque H3K9me2 répressive déposée par KRYPTONITE (KYP). Le mutant 
ibm1 présente l’accumulation ectopique d’H3K9me2 ainsi que de CHGme dans les régions 
transcrites de nombreux gènes à expression constitutive, ainsi que des anomalies 
développementales. Cette histone déméthylase a donc une fonction importante dans le 
développement correct de la plante. 
 
 	   





Figure I-18 : Les variants d’histones. 
A- Les variants d’histones peuvent être déposés au cours de la transcription tandis que 
les histones canoniques s’incorporent lors de la réplication. 
B- CenH3 est un variant retrouvé dans les zones centromériques, il jouerait un rôle 
important dans l’établissement des kinétochores et la ségrégation des chromosomes lors de la 
méiose et de la mitose. 
C- Lors de cassures double-brin, l’H2A.X se regroupe en foci et est phosphorylé, ce qui 
provoque le recrutement de protéines de réparation comblant la brèche. 
D- L’H2A.Z est retrouvé, dans les plantes sauvages, près du site d’initiation de 
transcription et dans le corps de gènes de réponse aux stress abiotiques. Lors de stress, la perte 
d’H2A.Z déclencherait une dérégulation de l’expression de ces gènes. Ce variant est 
antagoniste à la méthylation CG.  
E- Le variant H3.3 est localisé dans les régions transcrites de certains gènes ou au niveau 



















Dépôt de nouvelles histones 































































































    I.A.4.a.4. Les variants d’histones 
La chromatine est une structure très variable et dynamique ; les histones, cœur du 
nucléosome, peuvent subir des modifications post-traductionnelles mais également être 
remplacées par des variants, isoformes non alléliques comportant quelques variations dans la 
séquence polypeptidique. 
Le génome d’Arabidopsis contient huit gènes codant l’histone H4, quinze gènes pour 
l’histone H3, treize gènes pour l’histone H2A, onze pour l’histone H2B et enfin trois gènes 
codant l’histone H1. Tandis que les gènes d’histones canoniques, les plus nombreux, sont 
exprimés majoritairement pendant la réplication et ne contiennent pas d’introns, les variants 
d’histones sont produits et peuvent être incorporés durant tout le cycle cellulaire, et leur 
séquence nucléotidique comprend des introns (Figure I-18A). Chaque variant est retrouvé 
spécifiquement à certains loci dont il modifie la structure chromatinienne et/ou l’expression. 
Les variants codant pour des histones H3 et H2A sont les mieux caractérisés, comme décrit 
ci-après, ils ont des effets variables sur les processus cellulaires fondamentaux.  
Ainsi, le variant CenH3, s’incorporant au niveau des centromères, participe à l’établissement 
des kinétochores et à la ségrégation des chromosomes durant la méiose et la mitose (Figure I-
18B).  
H2A.X, lui, se regroupe en foci au niveau de sites de dommages à l’ADN et est impliqué dans 
les voies de réparation de l’ADN (Figure I-18C). 
Deux variants sont majoritairement retrouvés sur les gènes, H3.3 et H2A.Z.  
L’H2A.Z est le variant d’histone le plus conservé, il est incorporé par un complexe 
homologue au complexe SWI2/SNF2 RELATED (SWR1) de la Levure. Ce variant est 
retrouvé au niveau des sites d’initiation de transcription et dans le corps de nombreux gènes et 
est anti-corrélé à la méthylation ADN (Zilberman et al. 2008) (Figure I-18D). Les gènes 
cibles d’H2A.Z sont le plus souvent modérément exprimés et la présence d’H2A.Z dans le 
corps des gènes permettrait de moduler leur expression en réponse à des stimuli 
développementaux ou environnementaux (Coleman-Derr et al. 2012b). Chez Arabidopsis, 
trois gènes codent pour ce variant, HTA9, HTA11, et HTA8 (Redon et al. 2002, Yi et al. 
2006). 
L’H3.3 est, elle, localisée dans les régions transcrites, en association avec la transcription, 
mais également dans les promoteurs de gènes -actifs ou inactifs- portant des motifs GA, où il 
colocalise avec l’ARN polymérase II (Figure I-18E). Ces régions promotrices sont la plupart 
du temps dénuée de méthylation CG mais enrichies en H3K27me3.  
 	   







Figure I-19 : Implication de la voie RdDM dans la régulation des gènes soumis à 
empreinte parentale. 
Les gènes soumis à empreinte sont réprimés par la voie RdDM dans le gamétophyte mâle. Ils 
sont par contre exprimés dans la cellule-œuf, où les gènes codant des protéines de la voie 
RdDM sont faiblement transcrits. Après fécondation, ces gènes demeurent exprimés 













siRNA de 24 nt
















Les nucléosomes comportant ce variant sont plus accessibles, l’H3.3 pourrait donc affecter la 
condensation de la chromatine et ainsi faciliter l’accès de la polymérase II pour une 
transcription immédiate ou amorcer une activation postérieure des gènes cibles (Shu et al.).  
 
I.A.4.b. La voie RNA-directed DNA methylation (RdDM) 
 La voie RdDM implique la génération de petits ARN de 24 nt, des small interfering 
RNA (siRNA), initiée par les polymérases ARN IV et V spécifiques des Plantes. L’ARN 
polymérase ARN dépendante RDR2 produit des ARN double brin coupés ensuite par la 
protéine DCL3 dans le nucléole pour former des ARN simple brin de 24 nt. Ils sont ensuite 
stabilisés par la méthylation de leur extrémité 3’ via l’action d’HEN1 puis chargés sur la 
protéine AGO4 jusqu’aux loci cibles afin de guider l’ADN méthyltransférase DRM2 (Kanno 
et al. 2011, Bologna et al. 2014). Ainsi les loci homologues des siRNAs sont méthylés de 
novo et réprimés. De nombreux cofacteurs participant à cette voie ont été identifiés 
récemment (Gao et al. 2010, Law et al. 2011, Eun et al. 2012, Huang et al. 2013, Zhang et al. 
2013, Groth et al. 2014, Zhong et al. 2015). 
Même si cette voie est fortement impliquée dans la répression des loci hétérochromatiques, 
elle a aussi un rôle crucial dans le contrôle de l’expression de certains gènes. En effet, de 
nombreux promoteurs et/ou corps de gènes sont proches ou chevauchent des séquences 
répétées ou des éléments transposables. La voie RdDM, en collaboration avec DDM1, cible 
ces répétitions et ainsi préserve l’expression appropriée du gène (Zemach et al. 2013).  
De plus, la voie RdDM est impliquée dans le processus d’empreinte parentale, dans le 
développement ainsi que dans la défense de la plante. Ainsi, certains loci réprimés par cette 
voie dans les tissus somatiques sont exprimés maternellement dans l’endosperme, en 
conséquence de la faible expression, dans les étapes précoces du développement, des gènes 
impliqués dans la RdDM (Figure I-19) (Vu et al. 2013). Dans les cellules spermatiques du 
gamétophyte mâle où les glycosylases ADN ne sont pas exprimées, les éléments 
transposables, notamment ceux flanquant les loci soumis à empreinte, accumulent des siRNA 
de 24nt qui guident la reméthylation et la répression des loci flanquants (Calarco et al. 2012). 
La voie RdDM ainsi que l’H3K9me2 participent à la répression des allèles paternels dans les 
phases d’embryogenèse précoce également, expliquant la forte prédominance du 
transcriptome maternel (Autran et al. 2011). Les transcrits paternels s’accumulent ensuite 
graduellement du stade 2-4 cellules au stade globulaire, grâce à des échanges d’histones.  
 	   





Figure I-20 : La méthylation CG, chef d’orchestre épigénétique. 
La méthylation CG joue un rôle crucial dans diverses voies épigénétiques et maintient les 
profils épigénétiques corrects au niveau des gènes.  
A- Elle contrôle la voie RdDM produisant des petits ARN. 
B- La méthylation CG dans les corps des gènes de ménage pourraient exclure le variant 
H2A.Z pour préserver leur expression constitutive. 
C- Elle régule l’expression des déméthylases ADN DME et ROS1. De plus, 
l’acétyltransférase histone ROS4 reconnaîtrait les sites CG méthylés et acétylerait l’H3K18 et 
l’H3K23 provoquant ainsi le recrutement de ROS1 sur ces loci. 
D- La méthylation CG stabilise les profils de méthylation CHG et H3K9me2 sur des 
gènes. 
E- Enfin, l’H3K27me3 présente sur de nombreux gènes dans les plantes sauvages se 































































Les variants H3.3, majoritaires dans les gamétophytes mâle et femelle, sont notamment 
activement enlevés après fécondation. CAF1 chargent des variants H3.1 dans la chromatine 
de l’embryon, limitant ainsi la transmission de l’information épigénétique, notamment des 
modifications post-traductionnelles affectant les queues des histones parentales (Autran et al. 
2011) (Ingouff et al. 2010). 
Parmi les loci soumis à empreinte, des gènes impliqués dans la floraison, dans la régulation 
hormonale ou de la chromatine ainsi que dans la réponse aux pathogènes sont 
particulièrement représentés (Berger et al. 2012). 
La voie RdDM régule également l’expression de gènes de réponse aux stimuli 
environnementaux. Ces gènes sont activés lors de stress biotiques ou abiotiques notamment 
par répression transitoire des gènes de la voie RdDM (Dowen et al. 2012b, Yu et al. 2013). 
Cette voie de silencing a donc une action prédominante dans la répression des gènes mais est 
également engagée dans le contrôle de l’expression des gènes, dont de nombreux gènes 
soumis à empreinte, nécessaires au développement de la plante ou impliqués dans la réponse 
aux stimuli environnementaux.  
 
I.A.4.c. Rôle de la méthylation CG sur les gènes 
Toutes les marques épigénétiques présentées dans les paragraphes précédents 
participent au silencing des éléments transposables, à l’expression correcte des gènes ainsi 
qu’à la réplication, la réparation ou la recombinaison. L’association de diverses marques au 
niveau des loci permet une régulation fine de chacun, selon les tissus, les étapes du 
développement, les conditions environnementales. 
Tandis que sur les éléments transposables, un « mille-feuille » constitué de multiples marques 
épigénétiques répressives permet de verrouiller leur expression et leur mobilisation, sur les 
gènes ont également pu être mis en évidence des liens étroits entre les marques, liens 
coordonnés par la méthylation CG (Figure I-20).  
En effet, le mutant met1, montre, parallèlement à la perte en méthylation CG, une 
hyperméthylation sur les sites non-CG de nombreux loci (Figure I-20D). Sur une centaine de 
ces loci, l’apparition ectopique de méthylation CHG et CHH a été attribuée à une 
relocalisation stochastique de la voie RdDM ainsi qu’à la répression totale de ROS1 et 





























De façon intéressante, ces deux phénomènes sont eux-mêmes liés, puisque de nombreux 
mutants de la voie RdDM réduisent le taux d’expression de ROS1 (Huettel et al. 2006).  
La protéine ROS4/IDM1, une HAT acétylant les résidus lysine 18 et 23 de l’histone H3 serait 
capable de reconnaître les sites CG méthylés, l’H3K4 non méthylée et l’H3R2 non méthylée, 
et notamment de guider la déméthylase ADN ROS1 vers ses cibles, assistée de la protéine 
ROS5 (Li et al. 2012, Qian et al. 2012, Zhao et al. 2014). La méthylation CG pourrait donc 
paradoxalement recruter l’HAT et activer ainsi la déméthylation de certains loci.  
Cependant, la cause de l’hyperméthylation CHG sur quelques autres milliers de loci, n’avait, 
elle, pas été élucidée, au début de ma thèse. Parallèlement à cela, les analyses cytologiques de 
plantes met1 ont mises en évidence une relocalisation d’H3K9me2 des chromocentres riches 
en éléments transposables vers des loci euchromatiques (Figure I-20D). Ces données 
suggéraient une association de la méthylation CHG et de la H3K9me2 sur les gènes dans 
met1, de même que sur les éléments transposables en contexte sauvage (Mathieu et al. 
2005b).  
A l’opposé, l’H3K27me3, enrichie au niveau des gènes dans les plantes sauvages, se 
relocalise spécifiquement vers certains loci hétérochromatiques dans le mutant met1, en 
corrélation avec leur réactivation (Figure I-20E). Un gain en H3K4me2 est également 
observé au niveau des répétitions centromériques et des éléments transposables réactivés dans 
le mutant hypométhylé (Mathieu et al. 2005b).  
La perte de la protéine de remodelage de la chromatine DDM1 provoque également une 
hyperméthylation au niveau de sites CHG dans le corps de nombreux gènes, comportant tous 
de la méthylation CG dans les plantes sauvages (O'Neill et al. 1998, Stroud et al. 2013). 
Contrairement à celle observée dans met1 surtout localisée près de l’extrémité 5’, l’apparition 
ectopique de CHGme tend à affecter majoritairement l’extrémité 3’ des gènes. L’origine de 
cette hyperméthylation est à ce jour inconnue.  
L’H2A.Z est, lui, anticorrélé à la méthylation ADN (Figure I-20B). La méthylation présente 
dans le corps des gènes de ménage pourrait participer à exclure ce variant d’histone de ces 
gènes afin de préserver leur expression constitutive (Coleman-Derr et al. 2012b). 
Ainsi, la méthylation CG agit comme un chef d’orchestre sur les gènes, elle régule 
l’expression et le recrutement de facteurs épigénétiques clés impliqués dans le dépôt de 
marques histones mais aussi la déméthylation de l’ADN et la voie RdDM, et contrôle ainsi la 
structure chromatinienne et la transcription des gènes.  
 	   




Figure I-21 : Epiallèle spontané chez Linaria vulgaris. Des fleurs à la symétrie anormale 
apparaissent de façon spontanée. Ce phénotype “pélorique” est dû à l’hyperméthylation du 




Figure I-22 : Epiallèles spontanés observés chez A. thaliana. 
A- Variation épigénétique naturelle au niveau du locus PAI. Les plantes Col-0 
possèdent trois gènes PAI non liés, codant pour une enzyme de biosynthèse du tryptophane. 
Chez WS, une duplication d’un gène PAI a généré une répétition inversée des gènes PAI1 et 
du gène nouvellement formé PAI4. Cette répétition est ciblée par la voie RdDM provoquant la 
méthylation des quatre gènes PAI. Ainsi, l’enzyme n’est produite qu’en faible quantité. 
 
B- Variation épigénétique naturelle au niveau du gène FOLT1. Col-0 contient un 
gène FOLT1 tandis que plusieurs accessions dont Sha possèdent également un gène FOLT2, 
comprenant plusieurs séquences répétées. La transcription de ces répétitions génère des petits 
ARN provoquant la méthylation des deux gènes FOLT. Le croisement entre Sha et Col-0 
cause, dans les plantes F1, la méthylation du gène FOLT1 issu du parent Col-0 et ainsi une 



































I.B. Stabilité de la méthylation ADN au cours des générations 
I.B.1. Les épiallèles naturels 
Lorsque Linnaeus, en 1744, découvre un spécimen particulier de Linaria vulgaris, qu’il 
nomme « Péloria » (« monstre » en grec), présentant de façon spontanée des fleurs à la 
symétrie anormale, il ne pouvait se douter de la portée de cette découverte sur le domaine de 
l’épigénétique et la transmission de l’information génétique (Figure I-21). En effet, 250 ans 
plus tard, Cubas et al., démontrèrent que ce phénomène spontané est, non pas lié à une 
mutation de la séquence d’ADN elle-même, mais à l’hyperméthylation du gène Lcyc (Cubas 
et al. 1999). Une réversion du phénotype peut survenir, à une fréquence faible, sur un 
embranchement de la plante, en corrélation avec une restauration du taux de méthylation du 
gène. Cette découverte a ainsi démontré que de nouveaux allèles épigénétiques ou épiallèles 
naturels peuvent se former de façon spontanée et se transmettre ensuite au cours des 
générations.  
D’autres exemples d’épiallèles naturels spontanés transmis à la méiose ont ensuite été 
décrits, ils sont fréquemment établis suite à des réarrangements chromosomiques, comme le 
cas du locus PAI, chez Arabidopsis thaliana (Figure I-22A). Ce locus code pour la famille de 
gènes phosphoribosylanthranilate isomérase. Ces gènes sont au nombre de trois dans 
l’écotype Col-0 (PAI1, 2 et 3) mais un quatrième membre, PAI4 est également retrouvé dans 
certains écotypes tels que Wassilewskija (Ws) (Bender et al. 1995). Dans cet écotype, il est 
localisé face au gène PAI1, la grande répétition inverse ainsi formée est ciblée par la voie 
RdDM. Le gène PAI1 est en conséquence moins transcrit que dans Col-0. De plus, ceci 
provoque également la méthylation des deux gènes non liés, PAI2 et 3, et par ce biais, la 
répression du gène PAI2, ce qui engendre une réduction de l’activité enzymatique PAI. La 
méthylation des deux gènes PAI2 et 3 peut être transmise à la méiose, et le croisement avec 
des plantes Col-0 provoque le ciblage des allèles PAI non méthylés par la RdDM. Ainsi, ceci 
suggère que des séquences homologues peuvent communiquer à travers le génome et 
transmettre leur état épigénétique.  
Un phénomène similaire a été rapporté au niveau du gène FOLate Transporter 1 (FOLT1) 
dupliqué dans certaines accessions d’A. thaliana (Figure I-22B). La duplication génère le 
gène FOLT2 incluant des séquences tronquées réarrangées. Cette structure réarrangée est 
méthylée et induit la méthylation de novo en trans des séquences homologues présentes au 
niveau du gène original FOLT1, provoquant son silencing. Le croisement de ces accessions à 
des plantes Col-0 ne portant, elles, que le gène FOLT1 génère dans la descendance des plantes 
n’exprimant ni FOLT1 ni FOLT2.  
 	   






Figure I-23 : Processus de paramutation observé au niveau du locus booster 1 (b1) 
codant pour l’anthocyanine, un pigment de la tige. 
A- Chez les plantes portant l’allèle paramutagène B’, le locus est méthylé, le gène b1 est 
peu exprimé, les plantes présentent donc des tiges claires. Cette structure condensée est 
causée par la transcription des deux brins des répétitions situées à 100 kb en amont du gène 
b1. Elle permet la formation d’ARN double brin (db) via l’action de la protéine MOP1, 
ensuite coupés en petits ARNdb. Les plantes B-I, au contraire, ont, elles, des tiges foncées 
puisque le gène b1 est fortement exprimé, le locus est peu méthylé. 
B- Lorsque des plantes B’ sont croisées à des plantes B-I, l’allèle B-I est paramuté et le 
locus b1 est peu exprimé, les plantes issues du croisement ont donc des tiges claires. De plus, 

























Ces plantes déficientes en folate ont une fertilité réduite. Ainsi, cette étude a mis en évidence, 
pour la première fois, un impact délétère d’épiallèles naturels sur le phénotype de la plante, ici 
une incompatibilité génétique (Durand et al. 2012).  
Ce mécanisme de méthylation en trans a été davantage disséqué chez le Maïs, notamment au 
niveau du locus booster 1 (« b1 ») (Figure I-23A) (Coe 1959). Ce locus encode un facteur de 
transcription régulant des gènes impliqués dans la biosynthèse de pigments flavonoïdes. 
L’allèle B-I, fortement transcrit, produit des grains foncés tandis que l’allèle B’, faiblement 
transcrit, des grains clairs. Leur niveau d’expression est inversement corrélé au taux de 
méthylation d’une région située en amont du locus, comportant sept répétitions directes. Le 
croisement de plantes B-I à des plantes B’ engendre une hyperméthylation et une répression 
de l’allèle B-I (Figure I-23B). Cet allèle paramuté, dénommé B’*, est ensuite capable d’agir 
comme l’allèle B’ et de méthyler et réprimer l’allèle paramutable B-I. De plus, sa méthylation 
est maintenue et ne nécessite plus la présence de l’allèle B’ qui l’a initiée. Aucune réversion 
de B’* en B-I n’a été observée jusqu’alors, cet épiallèle est donc particulièrement stable au 
cours des générations. 
Ce phénomène de paramutation a été observé sur d’autres loci chez le Maïs tels que red1 (r1), 
pericarp color1 (p1) ou purple plant1 (pl1) et met en jeu des facteurs de la voie RdDM, 
Mediator Of Paramutation 1 (MOP1) et MOP2, orthologues des protéines RDR2 et NRPD2, 
sous-unité commune aux polymérases ARN Pol IV et Pol V. MOP1 participerait à 
l’amplification du pool d’ARN issus de la transcription des deux brins des répétitions en 
tandem présentes en amont du locus B’ (Figure I-23A). Cette étape permettrait d’atteindre un 
niveau seuil de transcrits provoquant en trans, possiblement par le biais de la génération de 
siRNA, l’établissement puis le maintien d’un état chromatinien répressif (Alleman et al. 2006, 
Arteaga-Vazquez et al. 2010 ). D’autres protéines accessoires, dont la protéine de remodelage 
de la chromatine RMR1, mais aussi RMR2 et CBBP participeraient également au processus, 
sur certains des loci analysés (Hale et al. 2007, Brzeska et al. 2010, Barbour et al. 2012).  
2000 loci pourraient ainsi être paramutables chez le Maïs. La majorité d’entre eux sont 
méthylés mais l’impact de cette méthylation ADN sur le silencing des loci n’est pas certain. 
De plus, des éléments transposables ou des séquences répétées sont fréquemment retrouvés en 
amont des loci paramutables et seraient responsables de la communication en trans des 
séquences homologues. Enfin, des chercheurs ont également réalisé un screen afin de 
rechercher des variants naturels de méthylation ADN, associés à des changements 
transcriptionnels. Cela a mené à la découverte d’une famille d’éléments transposables 








Figure  I-24 : Variation épigénétique naturelle chez Arabidopsis thaliana. 
Modèle de locus hypervariable 
La méthylation de ces loci est très variable selon les fonds génétiques. Elle affecte 
l’expression du locus mais également du gène adjacent. En effet, le gène voisin possède deux 
isoformes. Le transcrit le plus long, dont l’extrémité 5’ chevauche le locus hypervariable, est 
réprimé par la méthylation de la zone chevauchante. La cause de l’instabilité de méthylation à 




















Un grand nombre d’éléments pleine longueur de cette famille est fortement exprimé et peu 
méthylé dans la lignée Col mais réprimé dans de nombreuses autres accessions (Rangwala et 
al. 2006). 
Ainsi, des épiallèles spontanés ont été observés au niveau de gènes mais également 
d’éléments transposables, ces variants pouvant être transmis aux générations suivantes et 
affecter l’expression des loci touchés. De plus, l’étude de ces épiallèles a permis de mettre en 
évidence le phénomène de paramutation, communication en trans de loci homologues. 
 
I.B.2. Variabilité épigénétiques naturelle 
I.B.2.a. Profils épigénétiques des populations naturelles 
L’analyse des profils de méthylation dans des populations naturelles d’Arabidopsis 
thaliana a apporté des informations substantielles sur la fréquence de formation des épiallèles 
et leur stabilité. 
Une première étude, comparant les écotypes Col-0 et Ler-0, a démontré qu’alors que les 
éléments transposables demeurent très méthylés dans les deux accessions, les gènes 
présentent un taux significatif de polymorphisme épigénétique (Vaughn et al. 2007a). Le 
séquençage à haut-débit des profils de méthylation ADN de populations de plantes Col-0 
générées par autofécondation d’un ancêtre unique sur 30 générations a confirmé cette 
observation sur les sites CG. La méthylation CG serait donc transmise plus stablement sur les 
éléments transposables, pérennisant ainsi leur répression (Becker et al. 2011, Schmitz et al. 
2011). De plus, au cours des générations, tandis que de nouvelles régions différentiellement 
méthylées (DMR) en contexte CG apparaissent, d’autres disparaissent. Ces changements 
surviennent quelques fois en une génération seulement, et peuvent affecter l’expression des 
loci ciblés. Cette variabilité épigénétique se révèle plus importante entre les descendants 
qu’entre l’ancêtre commun et chacun des descendants. De plus, la fréquence de ces 
épimutations est considérablement supérieure au taux de mutations génétiques évalué dans 
ces lignées.  
De façon intéressante, alors que la formation d’épiallèles spontanés demeure un phénomène 
rare, certaines positions se révèlent particulièrement enclines à des changements de 
méthylation ADN. Ces épiallèles sont donc qualifiés de métastables ou hypervariables.  
Un des épiallèles métastables identifiés dans ces analyses haut-débit, localisé au niveau du 
locus MRD1, a été étudié ensuite par Havecker et al. (Figure I-24) (Havecker et al. 2012).  
 	   






Figure I-25 : Loci hypervariables chez A. thaliana 
Les loci hypervariables tendent à être des cibles des déméthylases ADN, ou à être fortement 
méthylés dans les inflorescences sauvages. Dans les cellules spermatiques, les déméthylases 
ADN sont faiblement exprimées, et ces loci sont hyperméthylés. Cette « préméthylation » 
pourrait être héritée dans l’embryon après fécondation par l’accumulation de siRNAs de 24 



































Sa méthylation affecte l’expression du gène YAZ situé en orientation inverse. En effet, le 
locus hypervariable chevauche l’extrémité 5’ du transcrit le plus long de YAZ. La méthylation 
de la zone chevauchante dans certains fonds génétiques engendre une réduction de 
l’expression de l’isoforme longue du gène YAZ ainsi que du locus MRD1. Un autre locus, 
dénommé RITA, se comporterait de façon similaire. Enfin, un autre locus hypervariable, Qua-
Quine Starch (QQS) a été étudié en 2013 (Silveira et al. 2013). Le gène QQS comporte des 
répétitions en tandem fortement méthylées dans son promoteur et sa région 5’. De nombreux 
variants épialléliques ont été découverts dans des stocks Col-0 de laboratoire ainsi que lors de 
l’analyse de différentes accessions et populations sauvages. Comme sur RITA et MRD1, le 
taux de méthylation ADN au niveau des répétitions est inversement corrélé à l’expression du 
gène QQS. Toutefois, la cause de l’hypervariabilité des profils épigénétiques sur ces loci 
demeure floue. 
Parmi les loci hypervariables présentant une hyperméthylation sporadique certains sont des 
cibles de ROS1, DML2 et DML3, ces déméthylases ADN pourraient donc jouer un rôle dans 
la régulation des profils de méthylation de ces loci. D’autres sont hyperméthylés dans les 
tissus floraux ainsi que dans les cellules spermatiques de plantes sauvages où les 
déméthylases ADN sont faiblement exprimées (Figure I-25) (Calarco et al. 2012). Il est 
possible que la méthylation des loci dans ces cellules soit transmise à une certaine fréquence à 
la lignée germinale. Après restauration de l’activité des déméthylases, l’hyperméthylation 
pourrait être maintenue dans l’embryon, via l’action de la voie RdDM (Figure I-25). Ainsi, 
ces données donnent à penser que les déméthylases ADN et la voie RdDM participent à 
l’hypervariabilité épigénétique observée sur certains loci. 
Enfin, parallèlement à ce phénomène, une étude récente des profils de méthylation chez 152 
accessions naturelles a permis de déterminer qu’environ 500 loci, cibles de la RdDM sont, 
eux, invariablement méthylés. Ces loci incluent autant de gènes que d’éléments transposables 
et sont spécifiquement exprimés dans le pollen (Schmitz et al. 2013). Leur expression dans ce 
type cellulaire permettrait de produire des petits ARN. Ceux-ci, transmis à la descendance, 
participeraient à la répression de ces loci hypervariables dans les tissus végétatifs. Cette étude 
a également permis de mettre en évidence un lien entre des variants génétiques, locaux ou 
distants, et l’apparition de certaines DMRs affectant les trois contextes, comme observé 
précédemment notamment sur le locus PAI (Bender et al. 1995). 
Ainsi, même si les profils de méthylation d’Arabidopsis thaliana sont très stables, ils peuvent 





























La fréquence de ces épimutations est très variable selon les régions génomiques, et pourrait 
dépendre d’acteurs impliqués dans l’établissement et la maintenance des profils de 
méthylation. 
I.B.2.b Impact de la formation d’hybrides sur les profils épigénétiques 
Depuis les années 1930 et le début de la Grande Dépression affectant de plein fouet 
l’économie mondiale, la création d’hybrides inter- ou intraspécifiques initiée sur le Maïs puis 
sur la majorité des espèces cultivées, s’est développée exponentiellement pour améliorer la 
qualité et le rendement de ces cultures. En effet, les scientifiques avaient pu observer, lors du 
croisement de deux lignées pures, que les hybrides qui en étaient issus étaient plus vigoureux 
que leurs parents. Ce phénomène est dénommé « vigueur hybride » ou « hétérosis ». Etant 
donné l’intérêt économique majeur, de nombreux chercheurs ont tenté de percer à jour le 
secret de la vigueur hybride. Ces recherches ont permis notamment de mettre en évidence le 
rôle crucial de l’épigénétique dans ce phénomène et de progresser dans l’étude de la stabilité 
des marques épigénétiques.  
Les premières analyses ont concerné majoritairement des hybrides interspécifiques. Elles ont 
dévoilé un défaut d’accumulation des siRNA associé à la dérépression d’éléments 
transposables, ceci engendrant une instabilité génomique et une réduction de la fertilité 
(Comai et al. 2000, Chen et al. 2008). L’étude d’hybrides A. thaliana x A. arenosa a 
également permis de constater que les changements dans l’accumulation de siRNA étaient 
particulièrement importants en F1 sur les zones où le taux de ces petits ARN était fortement 
divergent entre les progéniteurs. De plus, ces changements étaient maintenus de facon stable 
dans les générations, préservant la stabilité du génome après hybridation. Les microARN 
(miARN), s’accumulant eux de façon similaire dans les deux parents, sont exprimés de façon 
non-additive dans les hybrides, dégradant les ARNm de nombreux gènes, et médieraient donc 
de la diversité génique. Des gènes soumis à empreinte ainsi que des gènes homéologues sont 
également dérégulés dans les polyploïdes, et des rétroéléments déméthylés (Lee et al. 2001, 
Madlung et al. 2002, Bushell et al. 2003, Wang et al. 2004, Madlung et al. 2005, Josefsson et 
al. 2006b, Wang et al. 2006a, Wang et al. 2006b). De premières analyses de méthylation par 
digestion enzymatique dans des hybrides ont permis de démontrer qu’au delà de la 
déméthylation d’éléments transposables, les profils de méthylation sont globalement 
fortement affectés (Jin et al. 2008). Il a été démontré ensuite que dans les plantes F1 du 
croisement d’A. thaliana et A. lyrata, 70% des loci affectés présentent une hyperméthylation 
sur les cytosines en contexte CCG majoritairement, mais aussi CG.  
 	   




Figure I-26 : Modifications épigénétiques survenant dans les hybrides de Riz issus du 
croisement entre les sous-espèces Nipponbare et 93-11 (He et al., 2010) 
A- Phénotypes des hybrides Nipponbare x 93-11. Nipp. = Nipponbare 
B- Variations additives et non-additives affectant l’expression et les modifications 
épigénétiques chez les hybrides. 
C- Expression différentielle des clusters de siRNA dans les hybrides F1 par rapport à la 













































































De plus, alors que l’hyperméthylation CG est stablement transmise aux générations suivantes, 
les sites CCG sont le plus souvent reméthylés au taux sauvage dès la seconde génération 
(Beaulieu et al. 2009).  
Le plus souvent, le degré et la fréquence d’hétérosis corrèlent avec la distance génétique des 
parents. Cependant, une forte vigueur hybride est notée dans certains croisements intra-
spécifiques (Figure I-26A). Ainsi, l’étude d’hybrides réciproques issus de deux sous-espèces 
de Riz révèle des changements de méthylation majoritairement au niveau d’éléments 
transposables, ainsi qu’une expression non-additive sur de nombreux loci, pas nécessairement 
corrélée aux changements de méthylation ADN (Figure I-26B). Parmi ces loci, de nombreux 
gènes codant pour des fonctions métaboliques sont sur-exprimés dans les deux hybrides 
réciproques par rapport aux parents et pourraient donc participer à leur vigueur hybride (He et 
al. 2010). Enfin, comme notée dans les croisements inter-espèces, l’accumulation des petits 
ARN est réduite dans ces hybrides de Riz à un grand nombre de loci, quelque soit leur taux 
d’accumulation dans les deux parents (Figure I-26C).  
 
Des observations similaires ont ensuite pu être réalisées chez Arabidopsis thaliana, lors du 
croisement des écotypes Ler-0 et C24 (Figure I-27A) (Groszmann et al. 2011b, Greaves et al. 
2012b, Shen et al. 2012). De façon concordante aux données obtenues dans le croisement       
A. lyrata x A. thaliana, la méthylation CG tend à augmenter dans l’hybride, la méthylation 
CHH varie également fortement. Le plus souvent, ces changements ont lieu au niveau de loci 
différentiellement méthylés entre les deux parents, et sont pour certains corrélés à des 
variations transcriptionnelles (Groszmann et al. 2011b, Greaves et al. 2012b, Shen et al. 
2012). Lors de la rencontre des deux génomes, le profil de méthylation de l’un des parents 
pourrait être transféré à l’autre par un phénomène nommé méthylation ou déméthylation 
chromosomique en trans (Figure I-27B&C). Une baisse d’accumulation des siRNA de 24 nt 
a également été observée dans les hybrides, elle touche particulièrement les zones où le taux 
de siRNA est très différent entre les parents et est associée à une hypométhylation CHH 
(Groszmann et al. 2011b, Greaves et al. 2012b). De plus, le croisement de plantes sauvages 
avec des plantes mutées pour le gène HEN1, codant une méthylase ARN impliquée dans la 
stabilisation des petits ARN (siRNA et miARN), génèrent des plantes de taille réduite et sans 
vigueur végétative. Cela suggère que la réduction en petits ARN dans les hybrides C24 x Ler 
n’est pas seule responsable du phénotype de vigueur hybride (Shen et al. 2012). 
 	   





Figure I-27 : Impact du croisement C24 x Ler-0 sur les taux de méthylation et de siRNA. 
A- Phénotypes des plantes F1 C24 x Ler-0 
 
B et C- Schéma de méthylation CG (B) ou déméthylation CHH (C) en trans 
observées lors du croisement de plantes C24 et Ler-0. Lors de la rencontre des deux 
allèles, le profil de méthylation de l’un des parents est transféré à l’autre. Ceci est observé 
sur des loci dont le taux de méthylation est très différent entre les plantes parentes, et peut 
affecter leur expression. 
De plus, le phénomène de déméthylation CHH est liée à une accumulation différentielle 
























Enfin, une étude récente d’hybrides créés à partir de croisements entre accessions               
d’A. thaliana révèle que des variations épigénétiques au niveau d’éléments transposables peut 
affecter l’empreinte parentale et ainsi fournir de nouveaux profils d’expression dans les 
graines (Pignatta et al. 2014).  
Ainsi, l’analyse d’hybrides a démontré que la rencontre d’épigénomes différents impacte sur 
la transcription, les profils de méthylation ainsi que l’accumulation de petits ARN, ces 
modifications épigénétiques participant au phénomène de vigueur hybride et pouvant influer 
sur le processus d’empreinte parentale.  
 
I.B.3. Epiallèles induits dans des mutants hypométhylés 
 
Afin d’étudier l’importance de la méthylation ADN et les acteurs impliqués dans les 
mécanismes de dépôt et de maintenance des profils de méthylation, des mutants 
hypométhylés tels que met1 ou ddm1 ont été analysés. Dans ces mutants, l’observation de 
certaines anomalies phénotypiques, pouvant rappeler le phénotype retrouvé dans des mutants 
déjà connus, ont permis d’identifier de nouveaux épiallèles. Parmi eux, l’épiallèle clark kent 
(clk), provoquant l’apparition d’étamines surnuméraires et de carpelles mal fusionnés est 
causé par l’hyperméthylation de répétitions CT entourant le site d’initiation de la transcription 
du gène SUPERMAN (SUP), ce qui provoque sa répression (Figure I-28A) (Jacobsen et al. 
1997). Ce phénotype est retrouvé de façon sporadique après plusieurs autofécondations 
successives des mutants met1 et ddm1. De même, l’hyperméthylation de répétitions CT dans 
des régions introniques du gène AGAMOUS (AG) dans une lignée portant une construction 
antisens du gène MET1 est responsable de la conversion des étamines en pétales, comme dans 
le mutant ag (Bowman et al. 1989, Jacobsen et al. 2000b).  
Certaines plantes ddm1 présentent également de courtes tiges et inflorescences. Ce phénotype 
est associé à l’hyperméthylation du gène BONSAI (BNS) codant une protéine similaire à 
APC13, sous-unité du complexe Anaphase Promoting Complex (APC) (Figure I-28B) (Saze 
et al. 2007a). Un élément tronqué de type LINE est présent dans la séquence du gène et 
fortement méthylé dans les plantes Col-0 (Figure I-28C). Dans ddm1, la méthylation du 
LINE s’étend sur le gène voisin BNS, surtout au niveau de sites non-CG. Ceci provoque sa 
répression et des anomalies de croissance de la tige et d’élongation internodale.  
 
 	   







Figure I-28 : Epiallèles induits en laboratoire. 
A- Phénotypes floraux de plantes présentant l’épiallèle sup. 
B- Phénotypes de plantes portant l’épiallèle bns. 
C- Hyperméthylation du gène BNS dans les mutants ddm1 ou ibm1. Un élément 
LINE, présent en aval du gène BNS, est fortement méthyle dans les plantes sauvages et 
enrichi en H3K9me2. Le gène BNS est protégé grâce à la protéine de remodelage de 
chromatine DDM1 et l’histone déméthylase IBM1. Dans des mutants ibm1 ou ddm1, la 


























































Un screen de plantes mutagénéisées présentant une hyperméthylation au niveau du gène BNS 
a permis d’identifier le gène IBM1, cette histone déméthylase H3K9me2 protégerait ce gène 
de cette méthylation ectopique délétère (Figure I-28C) (Saze et al. 2008). 
Nous pouvons aussi citer l’épiallèle fwa, menant à un retard de floraison, observé dans met1 
et dans les générations tardives de ddm1 (Figure I-6B) (Kakutani 1997). La déméthylation de 
l’élément SINE présent dans le promoteur du gène est responsable de l’expression ectopique 
du gène dans cet épiallèle (Soppe et al. 2000a).  
Ainsi, les épiallèles identifiés dans ces mutants hypométhylés sont le plus souvent liés à 
l’hypo- ou l’hyperméthylation ectopique de gènes voisins d’éléments transposables ou de 
séquences répétées. Le maintien de profils de méthylation corrects et la protection des gènes 
contre l’extension de l’hétérochromatine méthylée sont par conséquent cruciaux pour le 
développement correct de la plante. 
 
I.B.4. Rétrocroisement de mutants hypométhylés 	  
Afin de progresser dans la compréhension de la transmission des profils 
épigénétiques, certains éléments transposables ont spécifiquement été analysés dans des 
plantes issues du croisement de plantes hypométhylés à des plantes sauvages 
(rétrocroisement) (Lippman et al. 2003a, Teixeira et al. 2009). Ces études ont pu mettre en 
évidence de fortes disparités selon les éléments. En effet, alors que certains transposons 
réactivés dans le mutant hypométhylé restent actifs, d’autres sont à nouveau réprimés, 
partiellement ou totalement, dans les plantes F1, en association avec une reméthylation de 
l’élément. De plus, selon le type de méthylation affecté dans le parent mutant, les effets 
diffèrent. De façon intéressante, alors les mutants ddm1 et met1 dérépriment tous deux tous 
les éléments analysés, la restauration de la fonction MET1 est capable de rééteindre 
partiellement une partie d’entre eux, tandis que dans les plantes F1 ddm1xWT aucun d’entre 
eux n’est réprimé (Lippman et al. 2003a, Teixeira et al. 2009) (Figure I-29A).  
Parallèlement, une autre étude a démontré que certains transposons du knob du chromosome 4 
étaient reméthylés et réprimés dans les lignées F5 issues d’autofécondations successives des 
plantes F1 ddm1xWT. Ces loci ont la particularité de conserver un taux non négligeable de 
méthylation ADN dans le mutant, ce qui permettrait d’amorcer la reméthylation impliquant de 





Figure I-29 : Impact du rétrocroisement de plantes hypométhylées sur les profils de 
méthylation ADN. 
A- Héritabilité de l’état activé de certains éléments transposables après 
rétrocroisement. De nombreux éléments transposables activés dans les mutants met1 ou 
ddm1 demeurent fortement exprimés après rétrocroisement avec des plantes sauvages. 
 
B- Resilencing de certains éléments lors du rétrocroisement ddm1 x WT. Certains 
éléments transposables, activés dans ddm1, sont réprimés dans les générations suivant leur 
rétrocroisement. Ces éléments tendent à accumuler un fort taux de siRNA de 24 nt dans les 
plantes sauvages et à conserver un taux non négligeable de siRNA ainsi que de méthylation 
ADN dans le mutant ddm1. Ces siRNA pourraient permettre, via la voie RdDM, la 


















Les siRNA pourraient également être impliqués dans la restauration du silencing de certains 
transposons dans les plantes F1 met1-/+, ainsi que l’H3K9me2, cette marque histone restant 
présente dans le mutant seulement sur les loci resilencés en F1 (Lippman et al. 2003a, 
Teixeira et al. 2009).  
Les mutants cmt3 et kyp, déficients en méthylation CHG ou en H3K9me2, ne réactivent, eux, 
que peu d’éléments, et la restauration de la fonction de ces protéines en F1 ne provoque pas la 
répression des transposons testés (Lippman et al. 2003a, Teixeira et al. 2009). Cependant, la 
complémentation de plantes mutantes cmt3 par l’introduction d’un transgène CMT3 permet de 
restaurer le silencing du gène PAI2 issu du locus PAI répété et réarrangé ainsi que du gène 
SUP (Bartee et al. 2001, Lindroth et al. 2001). La présence de siRNA homologues générées à 
partir des répétitions inversées de ces deux loci, PAI2 et SUP, pourrait participer au processus 
tandis qu’aucun siRNA n’a pu être détecté sur les éléments transposables réactivés dans cmt3.  
 
I.B.5. Analyse de lignées épigénétiques recombinantes 
Afin d’étudier l’impact de la méthylation ADN sur la variabilité phénotypique, des 
lignées recombinantes épigénétiques (epiRILs -epigenetic recombinant inbred lines) ont été 
générées à partir d’hybrides F1 issus du rétrocroisement des mutants met1 et ddm1 (Figure I-
30) (Johannes et al. 2009b, Reinders et al. 2009a). Les plantes sauvages obtenues en F2 (ou 
après un nouveau rétrocroisement dans le cas de ddm1) ont été sélectionnées et propagées sur 
six générations par autofécondation. Ainsi, a été obtenue une population de plantes qui sont 
isogéniques mais portant des profils épigénétiques distincts. Ces lignées ont montré une 
variation phénotypique importante, non seulement entre elles, mais également au cours des 
générations d’une lignée donnée. Des anomalies, telles qu’un retard de floraison, de 
croissance ou une résistance/sensibilité accrue aux stress biotiques et abiotiques, ont été 
notées dans certaines lignées. Le comportement des deux populations epiRILs diffère tout de 
même. En effet, de nombreux phénotypes instables apparaissent lors de l’autofécondation des 
epiRILs dérivés de met1 (epiRILs-met1) (Johannes et al. 2009b, Reinders et al. 2009a). . De 
plus, 30% de ces lignées seulement ont pu être propagées jusqu’en F8, contre 99% des lignées 








Figure I-30 : Mode de création des lignées épigénétiques isogéniques recombinantes 
(epiRILs). 
Les epiRILs sont issus du croisement de plantes sauvages avec des plantes hypométhylées 
(ddm1 ou met1). Après autofécondation ou second rétrocroisement des plantes F1, les plantes 
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Certains caractères apparaissant dans les lignées d’epiRILs-met1 sont ensuite hérités de façon 
stable. C’est pourquoi, l’héritabilité de la méthylation ADN des parents a été analysée dans 
des lignées F8 par hybridation sur puces d’échantillons d’ADN traités au bisulfite de sodium 
(Johannes et al. 2009b, Reinders et al. 2009a). Ceci a permis de mettre en évidence trois types 
de profils dans les epiRILs. Tout d’abord, des patrons de méthylation ADN intermédiaires ont 
été observés, indiquant un maintien inattendu d’épi-hétérozygotie au niveau de ces régions. 
De nombreux loci présentent à l’inverse des profils similaires au parent WT ou au parent 
met1, les épiallèles parentaux auraient donc être transmis de façon stable. Certaines régions 
chromosomiques dérivés de met1 montrent un taux de méthylation semblable au sauvage, et 
ont du été reméthylés. De manière similaire, un mécanisme de reméthylation impliquant les 
petits ARN a été mis en évidence dans les lignées F5  ddm1xWT (Lippman et al. 2003a, 
Teixeira et al. 2009). Enfin, des épiallèles non-parentaux transgressifs, présentant un taux de 
méthylation supérieur ou inférieur aux deux parents ont également été détectés, ceci quelque 
soit l’origine parentale des segments chromosomiques affectés. Cette observation laisse 
supposer des variations des profils de méthylation lors de la rencontre initiale des épiallèles 
Col et met1 et/ou durant les autofécondations successives. De plus, les nouveaux épiallèles ne 
sont pas toujours fixés et hérités de façon stable dans les générations suivantes. Ainsi, une très 
forte variation épigénétique est maintenue, ce qui pourrait expliquer l’instabilité 
phénotypique. 
Parallèlement aux modifications profondes des profils épigénétiques dans les lignées epiRILs, 
de la variation génétique a été mise en évidence. En effet, certains éléments transposables, 
notamment des éléments de la famille CACTA sont mobilisés dans ces plantes épi-
recombinantes. Ces transposons ADN sont transcrits et actifs dans le parent ddm1 et 
continueraient donc à sauter dans les lignées epiRILs dérivés de ce mutant (Johannes et al. 
2009b, Reinders et al. 2009a). La mobilisation de ces éléments dans les epiRILs-met1 s’initie, 
elle, au cours de la génération de ces lignées puisque les transposons CACTA sont éteints et 
immobiles dans le parent sauvage comme dans le parent met1 (Kato et al. 2004). La 
réactivation de ces éléments requérant une perte de méthylation CG et CHG (Kato et al. 
2003b), ces données laissent penser que la mobilisation de ces éléments dans les lignées 































I.C. Objectifs de la thèse 
L’équipe d’Olivier Mathieu s’est particulièrement intéressée depuis plusieurs années au 
rôle de la méthylation CG et de MET1 dans la régulation des profils épigénétiques et 
transcriptionnels des gènes et éléments transposables. A travers l’analyse du mutant met1, il a 
pu participer à démontrer son impact sur les marques histone H3K4me, H3K9me ou 
H3K27me, sur le ciblage par la voie RdDM ou encore sur la déméthylation ADN, via la 
régulation des gènes ROS1 et DME.  
Mon travail de thèse s’est installé dans la continuité de ces recherches. En effet, dans le 
mutant met1, de très nombreux gènes présentent de la méthylation CHGme ectopique, ne 
s’expliquant ni par des anomalies de ciblage de la voie RdDM, ni par la dérégulation des 
déméthylases ADN précédemment rapportées. Une partie de mon étude a visé à déterminer la 
cause de cette hyperméthylation CHG.  Nous avons noté que ce profil aberrant de méthylation 
était similaire à celui décrit dans le mutant ibm1 et avons étudié le rôle de la méthylation 
ADN dans le contrôle du gène IBM1 (Miura et al., 2009).  
Les résultats obtenus durant ces recherches nous ont également permis de mettre en évidence 
une hypométhylation inattendue du gène IBM1 au niveau des sites CHG lors du 
rétrocroisement des mutants met1. Le deuxième objectif de ma thèse était double, il visait 
donc à déterminer si ce phénomène affectait d’autres loci et, plus globalement, de décrire 
l’impact de la rencontre d’épigénomes distincts sur les profils de méthylation ADN et les 
profils transcriptionnels des plantes F1 met1xWT. En effet, la stabilité des profils de 
méthylation ADN au cours des générations avait été étudiée précédemment par la création de 
lignées épiRILs à partir des mutants ddm1 et met1 (voir paragraphe I.B.5). Nous souhaitions 
définir si les épiallèles non parentaux obtenus dans ces lignées résultaient d’un «choc 
epigénomique » ayant eu lieu lors du croisement initial entre ces mutants hypométhylés et les 
plantes sauvages, comme en avait émis l’hypothèse Eric Richards en 2009 (Richards 2009).  
Ceci a été possible grâce à la réalisation d’un séquençage ARN, un séquençage bisulfite du 
génome entier ainsi qu’un séquençage des petits ARN dans Col, met1 et les hybrides F1. 
Ainsi, nous avons obtenu une vue globale du paysage transcriptionnel et épigénétique dans 
ces épihybrides F1. Pour préciser l’ampleur de la restructuration du génome lors de la 
rencontre des épigénomes, nous avons également recherché des événements de transposition 
























“DNA methylation in an intron of the IBM1 histone 
demethylase gene stabilizes chromatin modification 
patterns” 
 
Rigal M*, Kevei Z, Pélissier T, Mathieu O,  








































II.A. Introduction 	  
Cet article révèle le rôle de la méthylation ADN dans l’expression du gène IBM1, codant pour 
une déméthylase histone H3K9. Ma première année de thèse a été en grande partie dévolue au 
projet de recherche ayant abouti à la rédaction de cet article. 
Ainsi, j’ai contribué aux analyses expérimentales, en collaboration avec Z. Kevei et T. 
Pélissier. J’ai notamment analysé les taux de H3K9me2 par Immunoprécipitation de 
Chromatine (ChIP), les taux de méthylation ADN par séquençage bisulfite, l’expression des 
loci par RT-PCR. J’ai aussi réalisé l’étude in silico de la structure des gènes orthologues 
d’IBM1.  
En collaboration avec O. Mathieu et T. Pélissier, j’ai participé à la réflexion sur le projet ainsi 
qu’à la réalisation des figures et la rédaction du manuscrit, puis aux modifications suite aux 







































II.B. Article « Rigal et al., 2012 » 
 
DNA methylation in an intron of the IBM1 histone
demethylase gene stabilizes chromatin
modification patterns
Me´lanie Rigal, Zolta´n Kevei,
Thierry Pe´lissier and Olivier Mathieu*
Centre National de la Recherche Scientifique (CNRS), UMR6293, GReD,
INSERM U 1103, Clermont Universite´, Aubie`re, France
The stability of epigenetic patterns is critical for genome
integrity and gene expression. This highly coordinated
process involves interrelated positive and negative regu-
lators that impact distinct epigenetic marks, including
DNA methylation and dimethylation at histone H3 lysine
9 (H3K9me2). In Arabidopsis, mutations in the DNA
methyltransferase MET1, which maintains CG methyla-
tion, result in aberrant patterns of other epigenetic
marks, including ectopic non-CG methylation and the
relocation of H3K9me2 from heterochromatin into gene-
rich chromosome regions. Here, we show that the expres-
sion of the H3K9 demethylase IBM1 (increase in BONSAI
methylation 1) requires DNA methylation. Surprisingly,
the regulatory methylated region is contained in an unu-
sually large intron that is conserved in IBM1 orthologues.
The re-establishment of IBM1 expression in met1 mutants
restored the wild-type H3K9me2 nuclear patterns, non-CG
DNA methylation and transcriptional patterns at selected
loci, which included DNA demethylase genes. These re-
sults provide a mechanistic explanation for long-standing
puzzling observations in met1 mutants and reveal yet
another layer of control in the interplay between DNA
methylation and histone modification, which stabilizes
DNA methylation patterns at genes.
The EMBO Journal advance online publication, 11 May 2012;
doi:10.1038/emboj.2012.141
Subject Categories: chromatin & transcription
Keywords: DNA methylation; epigenetic stability; gene-body
methylation; H3K9 demethylase; intron methylation
Introduction
Silent chromatin is typically associated with specific patterns
of epigenetic modifications, which in plants include high
levels of DNA methylation in all three cytosine contexts
(CG, CHG and CHH, where H¼A, T or C) and dense
dimethylation at lysine 9 of histone H3 (H3K9me2) (Bender,
2004; Chan et al, 2005; Grewal and Jia, 2007). H3K9
methylation is conserved from plants to mammals and
relies on the activities of histone lysine methyltransferases
in the Su(var)3-9 family (Rea et al, 2000). The Arabidopsis
genome encodes nine homologues of the Drosophila
Su(var)3-9 protein, which are referred to as SUVH proteins
(for Su(var)3-9 homologues) (Baumbusch et al, 2001).
Although SUVH4 (also known as KRYPTONITE or KYP),
SUVH5 and SUVH6 seem to act redundantly in the
maintenance of H3K9me2 at transposable elements (TEs)
and repeats, only KYP appears to function at genes
(Jackson et al, 2004; Ebbs and Bender, 2006; Inagaki et al,
2010). Conversely, enzymes of the JHDM2 family contain a
jumonji C (jmjC) domain and can remove H3K9 methylation
(Klose et al, 2006; Tsukada et al, 2006; Yamane et al, 2006). In
Arabidopsis, experimental evidence supports the hypothesis
that the jmjC domain-containing protein increase in BONSAI
methylation 1 (IBM1) is a histone demethylase that is specific
for H3K9me2 and H3K9 monomethylation (Saze et al, 2008;
Inagaki et al, 2010). Mutants for IBM1 display ectopic
H3K9me2 accumulation in the transcribed regions of a large
number of genes, whereas TEs are unaffected (Inagaki et al,
2010).
In Arabidopsis, CG methylation is propagated during DNA
replication by the maintenance DNA methyltransferase
METHYLTRANSFERASE 1 (MET1), which robustly copies
methylation patterns on newly synthesized DNA strands.
The maintenance of asymmetrical CHH methylation is mostly
ensured by DOMAINS REARRANGED METHYLTRANSF
ERASE 2 (DRM2) in a process known as RNA-directed DNA
methylation (RdDM), which involves the polymerases IV and
V (Law and Jacobsen, 2010). The perpetuation of CHG
methylation patterns is largely ensured by the plant-specific
chromomethylase CMT3, and genetic analyses suggest that
targeting of CMT3 to chromatin relies on H3K9me2, which
indicates that H3K9me2 acts upstream of CHG methylation
(Lindroth et al, 2004; Feng and Jacobsen, 2011). These two
repressive marks are intimately associated, and at the
genome level, B90% of CHG methylation coincides with
H3K9me2-enriched regions (Bernatavichute et al, 2008).
Additionally, the loss-of-function kyp and cmt3 alleles show
a similar loss of cytosine methylation at CHG sites and induce
transcriptional reactivation of a common set of silent targets
(Jackson et al, 2002; Lippman et al, 2003; Lindroth et al,
2004; Ebbs et al, 2005; Tran et al, 2005; Ebbs and Bender,
2006). The SET and RING-associated (SRA) domain of KYP
and SUVH6 binds to DNA that is methylated at CHGs in vitro,
which suggests that CHG methylation also feeds back onto
H3K9me2 (Johnson et al, 2007).
In heterochromatin, methylation at CG sites and H3K9me2
are also linked. In wild-type (WT) plant nuclei, H3K9me2 is
largely confined to heterochromatic chromosomal regions
that are densely CG methylated. In the nuclei of the loss-of-
function met1-3 mutant, CG methylation is lost, and
H3K9me2 is redistributed away from the chromocentres
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(Soppe et al, 2002; Tariq et al, 2003; Mathieu et al, 2007).
Therefore, although the molecular mechanism remains
elusive, CG methylation appears to direct H3K9me2 in hetero-
chromatin. Importantly, CG methylation is not restricted to
heterochromatin, and genome-wide methylation profiling
studies have highlighted that approximately one-third of
Arabidopsis genes are CG methylated (Tran et al, 2005;
Zhang et al, 2006; Zilberman et al, 2007; Cokus et al, 2008;
Lister et al, 2008). Noticeably, gene-body methylation is
almost exclusively restricted to CG sites, and it is not
associated with H3K9me2 (Bernatavichute et al, 2008).
Therefore, CG methylation and H3K9me2 show distinct
interactions at different chromosomal locations.
In addition, met1 mutants exhibit ectopic non-CG methyla-
tion (Soppe et al, 2002; Tariq et al, 2003; Zhang et al, 2006;
Mathieu et al, 2007; Cokus et al, 2008; Lister et al, 2008). At
heterochromatic sequences, this has been shown to result
primarily from the misdirection of the RdDM pathway, while
aberrant methylation at a few hundred genes likely originates
from the transcriptional downregulation of the DNA
demethylases (which notably include REPRESSOR OF
SILENCING 1 (ROS1)), in the absence of CG methylation
(Huettel et al, 2006; Mathieu et al, 2007). Importantly,
several thousand genes specifically display CHG
hypermethylation in their body sequence in the met1
background, and the majority of these genes contain CG
methylation in the WT background (Lister et al, 2008;
Reinders et al, 2008). This suggests that CG methylation
(and/or MET1 itself) may exclude CHG methylation from
genes; however, the molecular mechanism that links CG and
CHG methylation at genes remains to be elucidated. The
recent analyses of the IBM1 loss-of-function mutant have
revealed widespread ectopic CHG DNA methylation and
H3K9me2 at genes (Saze et al, 2008; Miura et al, 2009;
Inagaki et al, 2010). These new epigenetic patterns are
dependent on the function of CMT3 and KYP and
interestingly, genes that contain CHG hypermethylation in
the met1 and ibm1 mutant backgrounds largely overlap
(Miura et al, 2009).
These similarities between the met1 and ibm1 mutants
have led us to hypothesize that CG methylation and/or MET1
may protect genes from ectopic CHG methylation and
H3K9me2 because they are required for proper IBM1 expres-
sion. IBM1 encodes two mRNA variants; the longer variant
(IBM1-L) specifically encodes the functional IBM1 protein
that contains the jmjC domain. We found that the proper
accumulation of IBM1-L mRNA is controlled by DNA methy-
lation and depends on the simultaneous presence of CG and
CHG methylation in an unusually large intron of the IBM1
gene. The re-establishment of IBM1-L expression in met1
mutants largely suppressed the abnormal H3K9me2, DNA
methylation and transcriptional patterns that were induced
by the mutation at selected target genes. Interestingly, the
expression of the ROS1 DNA demethylase was recovered
when IBM1-L accumulation was restored in the met1 back-
ground, which thereby also contributed to the removal of
aberrant DNA methylation patterns that occur in this mutant
background. Therefore, by controlling the proper expression
of H3K9 and DNA demethylases, CG methylation insures the
maintenance of proper genic DNA methylation and histone
modification patterns through a self-regulatory loop. These
results highlight the importance of CG methylation as a
central coordinator of epigenetic stability at genes and pro-
vide mechanistic explanations for long-standing enigmatic
observations in met1 mutants.
Results
DNAmethylation is required for proper IBM1 expression
To understand how CHG gene-body methylation occurs in
met1 mutant plants, we examined the transcription of the
IBM1 gene with respect to DNA methylation. IBM1 is pre-
dicted to produce two different transcripts; only the longer
transcript (hereafter referred to as IBM1-L) is predicted to
encode the jmjC domain and thus the functional IBM1 protein
(Figure 1A). Northern blotting and reverse transcription
(RT)–PCR analyses confirmed the presence of the two pre-
dicted IBM1 transcripts (Figure 1B and C). In WT plants that
were treated with the DNA methylation inhibitor 5-aza-20-
deoxycytidine (5-aza-dC) and in plants that were homozy-
gous for the met1-3 null MET1 allele (Saze et al, 2003), the
accumulation of IBM1-L mRNA was specifically down-
regulated, whereas the accumulation of the short IBM1
RNA transcript (IBM1-S) was not significantly affected
(Figure 1B and C). To further investigate the impact of DNA
methylation on IBM1 expression, we assayed transcript accu-
mulation in mutants of additional regulators of genomic DNA
methylation. Triple mutants for the VARIATION IN
METHYLATION (VIM) 1, 2 and 3 genes, which encode co-
factors that are required for CG methylation maintenance
(Woo et al, 2007, 2008; Kraft et al, 2008), also showed specific
downregulation of the IBM1-L mRNA transcript (Figure 1D).
Together with the results from the met1 mutants, this sug-
gests that CG methylation is required for the proper accumu-
lation of IBM1 transcripts that contain the putative H3K9
demethylase domain jmjC.
Noticeably, the downregulation of IBM1-L that was
observed in the met1 plants was further enhanced when the
met1 plants were grown on 5-aza-dC, which suggests that
non-CG methylation may also participate in the control of
IBM1 expression (Figure 1C). In the nrpd1 mutant of poly-
merase IV, as well as in the nrpe2 (nrpd2a) mutant of the
common subunit of polymerases IV and V, IBM1 transcription
was similar to the WT, and the drm1 drm2 double mutant
also exhibited no detectable IBM1 transcriptional variation,
which indicates that the RdDM pathway/CHH methylation
does not control IBM1 expression (Figure 1B and D).
H3K9me2 and DNA methylation at CHG sites are intimately
coupled, and a self-reinforcing feedback loop between KYP
and CMT3 maintains these two marks in heterochromatin.
We analysed the cmt3 and kyp mutants to determine whether
CHG methylation influences IBM1 expression. RNA-gel blot
and RT–PCR analyses showed that accumulation of the IBM1-
L transcript was drastically downregulated in both cmt3 and
kyp (Figure 1B and D). Triple mutants of the histone H3K9
methyltransferases KYP(SUVH4)/SUVH5/SUVH6 mimic the
kyp single mutant, indicating that SUVH5 and SUVH6 do
not significantly contribute IBM1 transcriptional control
(Figure 1D). Together, these observations indicate that CG
and CHG methylation are required for the proper expression
of IBM1. This reveals another layer of interdependence and
control between DNA methylation and H3K9 methylation, in
which, somehow paradoxically with their role in the main-
tenance of DNA methylation, MET1, CMT3 and KYP are also
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involved in the exclusion of CHG methylation/H3K9me2
from genes. The mutation of DECREASE IN DNA
METHYLATION 1 (DDM1) did not alter IBM1 transcript
accumulation (Figure 1B).
Intronic DNA methylation controls IBM1 expression
To understand how DNA methylation controls IBM1 expres-
sion, we examined DNA methylation profiles of the IBM1
gene by bisulphite sequencing. It has been reported that gene-
body methylation is preferentially targeted to nucleosomes
on exons (Chodavarapu et al, 2010), and accordingly, IBM1
carries body methylation at CG sites in several exons in WT
plants (http://neomorph.salk.edu/epigenome/epigenome.html).
In Arabidopsis, the average intron size is B180 bp (The
Arabidopsis Genome Initiative, 2000). The IBM1 gene
contains an unusually large intron that is 42 kb; this intron
must be spliced out to generate the IBM1-L mRNA that
encodes the jmjC histone demethylase domain.
Interestingly, the large intron contains a zone that is
densely methylated at both CG and CHG positions in the
WT (http://neomorph.salk.edu/epigenome/epigenome.html;
Figure 2). In the met1-3 null mutant, exonic CG methylation
was lost in the IBM1 gene (http://neomorph.salk.edu/
epigenome/epigenome.html). In the large intron, bisulphite
sequencing confirmed that CG methylation was also erased;
however, non-CG methylation, which was mostly represented
by CHG methylation, was essentially maintained (Figure 2).
In the kyp mutant, CG methylation remained largely intact.
However, methylation at CHG positions drastically decreased
from B40 to 10% (Figure 2). This indicates that CHG
methylation in the large IBM1 intron strongly depends on
KYP activity. The remaining low level of CHG methylation in
the mutant probably results from the redundant activity of
other SUVH proteins, such as SUVH5 and/or SUVH6, which
was previously shown for other loci (Ebbs et al, 2005; Ebbs
















Figure 2 Bisulphite sequencing analysis of the DNA methylation
pattern in the large intron of IBM1. The position of the methylated
zone is indicated in Figure 1. The proportions of methylated
cytosines at the CG (red), CHG (blue) and CHH (green) sites are
given as percentages.
Figure 1 DNA methylation is required for IBM1-L transcript accumulation. (A) Schematic representation of the two IBM1 mRNA variants,
IBM1-S and IBM1-L. The boxes represent exons; coding regions are indicated in black and untranslated regions are indicated in white. The
region encoding the jmjC domain is shown in green (Saze et al, 2008). The intronic DNA-methylated zone (horizontal red bar), the positions of
the probe that was used for the northern blot analysis (horizontal grey bar) and the primers that were used for the RT–PCR analysis of the
IBM1-L and IBM1-S variants (arrows) are shown. The position of the T-DNA insertion in ibm1-4 is indicated with a triangle. (B) Northern blot
analysis of the IBM1 transcripts using poly(A)þ RNAs for the indicated mutant genotypes. Hybridization with a probe corresponding to
ACTIN2 (ACT2) is shown as a loading control. (C) RT–PCR analysis of IBM1-S and IBM1-L transcripts in WTandmet1-3 plants that were grown
on medium containing (þ ) or lacking (" ) 5-aza-dC. (D) RT–PCR analysis of the IBM1-S and IBM1-L transcripts in the indicated DNA
methylation-deficient mutant backgrounds. (E) RT–PCR analysis of IBM1-L expression inmet1 cmt3 compared with the WTand single mutants.
The amplification of ACT2 or 18S rRNA (18S) was used to normalize the RNA template levels. The negative controls (no RT) lacked reverse
transcriptase.
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and Bender, 2006); although the contribution of SUVH5 and/
or SUVH6 was not visualized at the transcriptional level
(Figure 1D). DRM2 and CMT3 have been reported to be
redundantly required for the maintenance of CHG methyla-
tion at particular genomic loci (Cao and Jacobsen, 2002; Cao
et al, 2003). At the large intron of IBM1, CHG methylation
was completely lost in cmt3, which indicates that CMT3 is
solely responsible for CHG methylation at this locus; this is in
agreement with the absence of detectable difference in IBM1-
L accumulation in the drm1 drm2 background (Figures 1D
and 2).
Based on the impact of the met1, cmt3 and kyp mutations
on IBM1-L transcript accumulation, these data suggest that
the simultaneous presence of CG and CHG methylation in the
large IBM1 intron is required for the proper production of
IBM1-L transcripts. Accordingly, the met1 cmt3 double mu-
tant showed a stronger reduction in IBM1-L accumulation
relative to each single mutant (Figure 1E). As mentioned
above, the accumulation of IBM1 transcripts was not altered
by the ddm1-2 mutation (Figure 1B), and consistent with our
previous conclusion, the large IBM1 intron was not hypo-
methylated but rather hypermethylated at all of the cytosine
sequence contexts in this mutant (Figure 2). Regardless of the
mechanism responsible for IBM1 hypermethylation in the
ddm1mutant background, this result supports the conclusion
that DNA methylation in the large IBM1 intron positively
correlates with IBM1-L accumulation.
To further confirm that DNA methylation in the large IBM1
intron controls the accumulation of RNA that encodes the
protein that contains the H3K9me2 demethylase jmjC do-
main, we outcrossed the met1, cmt3 and kyp mutants (all in
the Col-0 background) with WT Ler-0 plants and assayed for
DNA methylation and the transcription of the mutant-derived
IBM1 allele in the resultant F1 plants. Once they are altered in
met1 mutants, the CG methylation patterns cannot be re-
established upon the reintroduction of MET1 activity (Soppe
et al, 2000; Kankel et al, 2003; Saze et al, 2003; Mathieu et al,
2007). Consistently, PCR from bisulphite-treated DNA
followed by digestion with a restriction enzyme showed
that the met1-derived IBM1 allele was still unmethylated at
CG sites in the Ler!met1 F1 hybrids (Figure 3A). This
absence of remethylation correlated with a low accumulation
of IBM1-L mRNA that originated from the met1-derived IBM1
allele, which was similar to the IBM1 transcription in the
mutant parent (Figure 3B). In contrast to MET1, the reintro-
duction of CMT3 largely restores the developmental pheno-
types induced by the loss of silencing that is associated with
non-CG methylation in the drm1/2 cmt3 mutants (Chan et al,
2006). Methylation at CHG sites, which was completely lost
in the cmt3 mutants, reappeared to a certain level in the large
intron of the mutant-derived IBM1 allele in the Ler! cmt3 F1
individuals (Figure 3C). RT–PCR analyses revealed that the
accumulation of the IBM1-L transcript from the cmt3-derived
allele was restored to WT levels, such that the IBM1 tran-
scriptional patterns in the Ler! cmt3 F1s and the Ler!Col
control F1s were indistinguishable (Figure 3D). Likewise, the
accumulation of IBM1-L mRNA from the kyp-derived IBM1
allele was re-established to WT levels in the F1 progeny of the
Ler! kyp cross (Figure 3D). Restoration of CHG methylation
at the mutant-derived IBM1 allele appeared to be more
efficient in the Ler! kyp F1s when compared with the
Ler! cmt3 F1 plants (Figure 3C), and this was confirmed
with bisulphite sequencing (Supplementary Figure S1).
Because CHG methylation was completely lost in cmt3 but
not in kyp, CHG remethylation is likely more efficient or
occurs faster in the presence of residual CHG methylation.
Together, these observations indicate that DNA methylation
in the large intron of IBM1 is required for the proper accu-
mulation of the IBM1-L transcript that encodes the jmjC
domain.
RT–PCR analyses with primer sets that were designed
along the length of the large IBM1 intron revealed that the
reduction of the IBM1-L transcript accumulation in the met1
background occurred inside the methylated region of the
large intron (Supplementary Figure S2). When primer sets
located upstream of the intron methylation region were used,
no clear difference in IBM1 pre-mRNA level was detected



















































































Figure 3 Inheritance of IBM1 intronic methylation and IBM1-L transcript accumulation. (A, C) DNA methylation of the IBM1 large intron was
assayed in the indicated genotypes by Col-0-specific PCR from bisulphite-treated DNA that was followed by digestion with TaqI (A) or
HpyCH4V (C). CG and CHG methylation protect the TaqI and HpyCH4V sites, respectively, from bisulphite conversion, which facilitates
restriction digestion after bisulphite treatment and PCR. Undigested (U) and digested (D) samples are shown. (B, D) Allele-specific RT–PCR
analysis of IBM1-L transcript accumulation in Ler-0!met1 (B) Ler-0! cmt3 and Ler-0! kyp (D) F1 individuals. The Ler!Col-0 individuals are
shown as controls. The ACTIN 2 (ACT2) gene was used as a control.
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analyses using poly(A)þ RNA samples revealed no stable
alternative polyadenylated IBM1 transcript variants in met1,
cmt3 or kyp relative to the WT, indicating no differential
transcript polyadenylation in these mutants (Figure 1B).
Collectively, these results favour the hypothesis that intronic
DNA methylation at CG and CHG sites is required for proper
IBM1-L transcript elongation.
Enhanced IBM1-L mRNA accumulation complements
the ibm1 mutation and largely restores H3K9me2
patterns in met1
The loss of CG methylation in met1 mutants results in
aberrant patterns of other epigenetic marks, including non-
CG methylation and H3K9me2. In met1-3 mutant nuclei,
H3K9me2 is relocated away from heterochromatic chromo-
centres into euchromatic chromosomal regions (Tariq
et al, 2003; Mathieu et al, 2007). To date, the underlying
molecular mechanism that is responsible for this relocation
has not been elucidated. Because IBM1 targets genes for
H3K9 demethylation, we hypothesized that the lower
accumulation of IBM1-L may account for the ectopic
accumulation of H3K9me2 at genes in met1.
To test this hypothesis, we cloned the IBM1-L cDNA under
the endogenous IBM1 promoter and used the resulting
construct (pIBM1:IBM1-L) to transform ibm1-4/IBM1 and
met1-3/MET1 heterozygous plants. Unlike untransformed
ibm1 mutant segregants, the ibm1 individuals expressing
IBM1-L (ibm1::IBM1-L) exhibited WT-like leaf size and mor-
phology, as well as restored fertility (Figure 4A and B).
Additionally, ibm1::IBM1-L plants showed reduced ectopic
DNA methylation at the BONSAI gene (Supplementary Figure
S3). These observations indicate that the pIBM1:IBM1-L con-
struct efficiently complements the ibm1-4 mutation. In WT
nuclei, H3K9me2 is essentially clustered at heterochromatic
chromocentres (Figure 4C and E). The H3K9me2 signal in
euchromatic regions was notably enhanced in nuclei of the
ibm1-4 mutant compared with the WT (Figure 4C), which is
consistent with the fact that IBM1 targets a large number
of genes for H3K9 demethylation (Inagaki et al, 2010).
The nuclei of complemented ibm1::IBM1-L lines displayed
H3K9me2 patterns that were indistinguishable from the WT
(Figure 4C). In nuclei from first-generation met1-3 mutants,
H3K9me2 was frequently associated with euchromatic nucle-
ar regions (Figure 4D and E; Tariq et al, 2003; Mathieu et al,
2007). The restored accumulation of IBM1-L in the met1-3
background in met1::IBM1-L plants (see Figure 5C and
Supplementary Figure S5) drastically increased the propor-
tion of nuclei that exhibited WT-like H3K9me2 patterns; this
Figure 4 IBM1-L expression complements the ibm1-4 mutation and restores H3K9me2 patterns in met1::IBM1-L plants. (A) Representative
images of 3-week-old siblings segregating from self-pollination of an ibm1-4/IBM1::IBM1-L/þ parent are shown. (B) Inflorescences of ibm1
and ibm1::IBM1-L plants. H3K9me2 patterns in WT, ibm1-4, ibm1::IBM1-L (C), met1 and met1::IBM1-L plants (D) were analysed by
immunocytology with a specific antibody against this mark. Representative images from one experiment are shown; two independent
ibm1::IBM1-L and met1::IBM1-L (#22 and #23) lines were analysed, and they provided similar results. Two different H3K9me2 patterns were
commonly observed in the met1-3 and met1::IBM1-L plants, and the signals were either dispersed from or clustered at the chromocentres.
(E) Proportion of both types of nuclei was monitored and is represented as a histogram (±s.d.). Between 60 and 80 nuclei from three
independent experiments were scored. Scale bar¼ 5 mm.
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mark was preferentially associated with heterochromatin and
less-intense euchromatin staining (Figure 4D and E). These
results indicate that the downregulation of IBM1-L largely
accounts for the relocation of H3K9me2 at gene-rich euchro-
matic regions that occurs in met1 mutants.
Downregulation of IBM1-L is responsible for ectopic
CHG methylation at genes in met1 mutants
Because the maintenance of H3K9me2 and CHG methylation
are mechanistically linked, we sought to determine whether
the relocation of H3K9me2 in heterochromatin in
met1::IBM1-L was accompanied by the suppression of ectopic
CHG methylation at genes. Using bisulphite sequencing, we
analysed DNA methylation at 11 genes that are body methy-
lated at CG positions in the WT (http://neomorph.salk.edu/
epigenome/epigenome.html). Methylation at CHG sites was
virtually absent in the WT at all these genes (Figure 5A). In
agreement with the fact that IBM1 targets a large number of
genes for H3K9me2 demethylation, all genes but one
(AT1G58030) showed ectopic CHG methylation in the ibm1
mutant background compared with the WT. Among these, six
also exhibited ectopic CHG methylation (B10–40%) in the
met1 background (Figure 5A; Supplementary Figure S4). In
met1::IBM1-L, CHG methylation levels were strongly de-
creased in the body of these six genes, indicating that the
enhanced expression of IBM1-L in met1 largely suppresses
ectopic body methylation at CHG sites (Figure 5A;
Supplementary Figure S4). Interestingly, four genes
(AT5G39960, AT2G42600, AT3G23750, AT4G24740) were
CHG hypermethylated in ibm1 but not in met1 (Figure 5A),
suggesting that some genes are protected from ectopic CHG
methylation inmet1, although they are targeted for H3K9me2
demethylation by IBM1. Chromatin immunoprecipitation
(ChIP) assays confirmed that the gene-body CHG hyper-
methylation in both met1 and ibm1 mutants was associated
with enrichment in H3K9me2 at the same regions analysed
for DNA methylation relative to the WT (Figure 5B).
Consistent with the fact that IBM1-L encodes the functional
form of the H3K9 demethylase, nearly WT H3K9me2 levels
were restored in met1::IBM1-L at genes, showing ectopic
H3K9me2 in the met1 mutant background (Figure 5B).
Interestingly, the intronic DNA-methylated region of the
IBM1 gene also showed H3K9me2 enrichment in ibm1,
indicating that IBM1 targets its large intron for H3K9me2
demethylation (Figure 5B). However, the persistence of high
CHG methylation levels at this genomic region in WT plants
(see Figure 2), suggests that KYP-mediated H3K9me2 deposi-
tion surpasses IBM1-mediated demethylation activity.
We next determined whether these changes in DNA methy-
lation and H3K9me2 patterns were associated with changes
Figure 5 Restoration of IBM1-L transcript accumulation inmet1 plants suppresses ectopic CHG hypermethylation and H3K9me2 enrichment at
genes. (A) CHG methylation was determined in the WT, met1-3, met1::IBM1-L (#23) and ibm1-4 at the body of the indicated genes using
bisulphite sequencing. Each region analysed contains 11–23 CHG sites. The full DNA methylation profiles are provided in Supplementary
Figure S4. (B) Association of the indicated genes with H3K9me2 was determined by ChIP with a specific antibody against this mark and is
represented as a relative enrichment over the WT. Quantifications are from three independent experiments (±standard error of the mean).
(C) RT–PCR analysis of transcript accumulation at the indicated genes. ‘end.’ endogenous IBM1 transcript, ‘trans.’ transcript from the IBM1-L
transgene. Amplification of ACTIN2 (ACT2) was used to normalize the RNA template levels. The negative controls (no RT) lacked reverse
transcriptase.
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in transcriptional patterns. All 11 genes were transcribed in
the WTand their transcription was not significantly altered in
ibm1, although most of these genes showed ectopic CHG
methylation and H3K9me2 in this mutant background and
intact CG methylation (Figure 5A–C; Supplementary Figure
S4). This suggests that aberrant CHG body methylation does
not apparently impede transcription in the presence of WT
CG gene-body methylation. Previous studies have revealed a
modest impact of met1 mutation on gene expression com-
pared with the massive transcriptional activation of pseudo-
genes and TEs (Zhang et al, 2006; Lister et al, 2008).
Accordingly, of the six genes analysed showing ectopic CHG
methylation in met1, only two (AT2G24370 and AT2G19520)
were transcriptionally downregulated in met1 (Figure 5C;
Supplementary Figure S5), which indicates that ectopic
CHG body methylation does not necessarily lead to transcrip-
tional silencing, even in the absence of CG methylation.
Transcription from the genes that did not show ectopic CHG
methylation in met1 was also not detectably altered in this
mutant background (Figure 5C).
Importantly, suppression of both ectopic CHG methylation
and CG methylation at AT2G24370 and AT2G19520 in
met1::IBM1-L (Figure 5A; Supplementary Figure S4) restored
WT transcript accumulation from these two genes (Figure 5C;
Supplementary Figure S5). Therefore, CG body methyla-
tion appears to act as a protective mark at certain
genes, safeguarding their transcription from the deleterious
consequences of aberrant non-CG methylation. Why only a
subset of genes do need such protection remains to be
elucidated.
Unlike a large number of genes, it has been reported that
TEs are not targeted by IBM1 (Inagaki et al, 2010).
Accordingly, of the 10 elements that we analysed, only
AtCOPIA4 was enriched in H3K9me2 and CHG hyper-
methylated in the ibm1 mutant (Figure 6A and B).
Methylation at CG sites was shown to direct H3K9me2 at
heterochromatic sequences, and H3K9me2 depletion was
observed at selected TEs in met1 (Soppe et al, 2002;
Lippman et al, 2003; Tariq et al, 2003). Although AtMu1,
AtCOPIA4, AT3G45446 showed markedly decreased
H3K9me2 levels in met1, no/subtle changes (AT5G19097,
AT2G12490, CAC2, EVD) or clear enrichment in H3K9me2
(AtSN1, Ta3, AtGP3-1) were observed at the other elements
(Figure 6B), indicating that the dependence of H3K9me2 over
CG methylation is not conserved between distinct TEs.
Noticeably, H3K9me2 levels in met1 and in met1::IBM1-L
were highly similar, except at TEs showing increased
H3K9me2 levels in met1 (e.g., AtGP3-1; Figure 6B). At these
elements, enhanced expression of IBM1-L in met1::IBM1-L
resulted in decreased H3K9me2 compared with met1
(Figure 6B). This suggests that these elements can be targeted
by IBM1 for H3K9me2 demethylation in the absence of
MET1/CG methylation. In contrast to genes, the changes in
H3K9me2 levels at TEs were not necessarily mirrored by
Figure 6 The mechanisms governing H3K9me2 and CHG methylation largely differ at genes and TEs. CHG methylation (A), H3K9me2
enrichment (B) and transcript accumulation (C) was determined at the indicated TEs in the WT, met1-3, met1::IBM1-L (#23) and ibm1-4 as
described in the legend of Figure 5. Quantifications shown in (B) are from three independent experiments (±standard error of the mean).
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changes in CHG methylation. For instance, although AtSN1,
Ta3 and AtGP3-1 were enriched in H3K9me2 in met1, CHG
methylation remained nearly unchanged (Figure 6A).
RT–PCR analyses revealed that most of the elements were
silent in the WT and transcriptionally activated in met1
mutants except the AtGP3-1 retrotransposon, which was
still transcriptionally repressed in this mutant background
as previously reported (Tsukahara et al, 2009; Figure 6C).
Interestingly, silencing of AtGP3-1 in met1 suggests that IBM1
targeting at this locus occurs independent of transcription,
although we cannot rule out transcriptional activity from this
TE at specific developmental stages or in particular tissues
of met1 plants. Conversely, the active transcription from
AT2G12490 and AtCOPIA4 that was detected in the WT was
downregulated in the met1 mutant background (Figure 6C),
indicating that CG methylation differently impacts the tran-
scription of distinct elements. These TEs were also tran-
scribed in ibm1, suggesting that its transcriptional activity
in the WT does not rely on IBM1 H3K9me2 demethylase
activity. When compared with met1, the transcription of TEs
was not significantly affected in met1::IBM1-L, except that of
AtSN1, Ta3 and EVD, which was upregulated inmet1::IBM1-L
(Figure 6C). However, since this transcriptional upregulation
was not necessarily associated with H3K9me2 depletion or
decreased CHG methylation at these elements, it probably
results from indirect effects of IBM1 on loci restraining the
transcription of these elements in the met1 background.
Together, these results confirm that IBM1 does not generally
target TEs and highlight that the mechanisms governing
H3K9me2 and CHG methylation largely differ at genes and
TEs.
IBM1-L downregulation influences the expression
of DNA demethylases
The Arabidopsis genome contains four genes that encode
DNA demethylases, which are named DEMETER (DME),
ROS1/DEMETER-LIKE1 (ROS1/DML1), DML2 and DML3. We
previously showed that the expression of ROS1 and DME is
repressed at the transcriptional level upon the loss of CG
methylation in the met1-3 background (Mathieu et al, 2007).
Because these demethylases preferentially target genic
regions for demethylation (Penterman et al, 2007), their
downregulation likely contributes to the aberrant DNA
methylation patterns that are generated in met1. The effect
of DME downregulation was confirmed by the sporadic
appearance of abnormal flower phenotypes in met1 lines;
these phenotypes were highly reminiscent of the
developmental abnormalities that were observed in some
met1 dme homozygotes (Supplementary Figure S6; Xiao
et al, 2003).
DME primarily functions in the central cell of the female
gametophyte, whereas ROS1 additionally acts in the sporo-
phyte. Interestingly, similar to the other genes that were
analysed above (Figure 5A), bisulphite sequencing revealed
that the coding region of ROS1 was ectopically hypermethy-
lated at non-CG sites in met1 (Figure 7A; Supplementary
Figure S4). Moreover, this methylation correlated with
H3K9me2 enrichment in met1 and was directly associated
with the downregulation of IBM1-L because it was suppressed
in the met1::IBM1-L background (Figure 7B and C). The DME
gene is similarly hypermethylated at CHG sites inmet1 plants
(http://neomorph.salk.edu/epigenome/epigenome.html).
Importantly, the restored expression of IBM1-L in met1 also
restored DME transcription and resumed ROS1 transcription,
which was completely absent in the met1-3 background
(Figure 7C; Supplementary Figure S5). This result indicates
that the downregulation of IBM1-L in met1 mutants contri-
butes to the creation of aberrant DNA methylation patterns at
genes; this occurs because of its lack of direct activity at
genes and also through the negative control of DNA demethy-
lases expression. To further support this conclusion,
we analysed DNA methylation at a target gene of ROS1
(AT1G26400), which is hypermethylated in the ros1-3 mutant
(Penterman et al, 2007). As anticipated, this locus was also
enriched in H3K9me2 and hypermethylated in met1,
primarily at non-CG sites, but it was much less DNA
hypermethylated and showed reduced H3K9me2 levels in
met1::IBM1-L (Figure 7A; Supplementary Figure S4). This
locus was enriched in H3K9me2 and CHG hypermethylated
in the ibm1 mutant (Figure 7A and B), indicating that it is
also targeted for H3K9me2 demethylation by IBM1.
Discussion
Controlling gene expression through intron DNA
methylation
DNA methylation has been widely associated with the repres-
sion of gene expression, for which two mechanisms have
been proposed (Bird and Wolffe, 1999; Bird, 2002). The
methylation of promoter sequences can directly inhibit
transcription by blocking transcription factor binding;
alternatively, DNA methylation can indirectly prevent
transcription by recruiting various transcriptional repressors
to form an inactive chromatin conformation. Here, we reveal
an unorthodox role for DNA methylation, in which its
presence in an intron is required for the proper expression
of a gene. The large intron of IBM1 contains a region that is
Figure 7 IBM1 targets DNA demethylase genes in the met1 back-
ground. (A) CHG methylation in the gene body of ROS1 and a ROS1-
target gene (AT1G26400) was determined in the WT, met1-3 and a
met1::IBM1-L line (#23) using bisulphite sequencing. The full DNA
methylation profiles are provided in Supplementary Figure S4.
(B) Association of ROS1 and AT1G26400 with H3K9me2 was
determined by ChIP and is represented as a relative enrichment
over the WT. Quantifications are from three independent experi-
ments (±standard error of the mean). (C) RT–PCR analysis of the
ROS1, DME and AT1G26400 transcript accumulation in the indi-
cated genotypes. The amplification of ACTIN 2 (ACT2) was used to
normalize the RNA template levels. The negative controls (no RT)
lacked reverse transcriptase.
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densely methylated at both CG and CHG positions, and a
reduction in the level of either type of methylation results in
the decreased accumulation of the IBM1-L transcript.
In Arabidopsis, the average intron size is 180 bp (The
Arabidopsis Genome Initiative, 2000). The IBM1 gene
contains an unusually large intron of over 2 kb that must be
spliced out to generate the IBM1-L mRNA, which encodes
the jmjC histone demethylase domain. Less than 1% of
Arabidopsis introns are 41 kb (Wang and Brendel, 2006).
Because large introns may require more energy for
transcription and splicing, they are expected to be selected
against during evolution unless they provide regulatory
features (Castillo-Davis et al, 2002). IBM1 orthologues in
distantly related plant species and honeybee also contain
introns that are much larger than the mean intron size of
their respective genomes, which supports the evolutionary
ancient origin of the large intron size in the regulation of
IBM1 expression (Supplementary Figure S7).
At least three hypotheses can be formulated to explain how
intronic methylation may promote IBM1-L accumulation.
First, DNA methylation may prevent premature transcription
termination by obscuring transcription termination sites.
Indeed, DNA methylation tends to be distributed away from
the 30 ends of genes in Arabidopsis, suggesting that methyla-
tion is deleterious for transcription termination (Tran et al,
2005; Zhang et al, 2006; Zilberman et al, 2007; Lister et al,
2008). Second, DNA methylation may be required to
maintain chromatin in an open state that is permissive for
transcription elongation over the large intron. Specific
methyl-binding proteins may bind to the methylated
intronic region and recruit proteins that can modulate
the chromatin compaction state, such as histone
acetyltransferases. For example, the Arabidopsis METHYL-
CpG BINDING DOMAIN 9 (AtMBD9) protein has been shown
to bind to the FLOWERING LOCUS C (FLC) locus, where it
triggers local histone acetylation, and enhances FLC
expression (Peng et al, 2006; Yaish et al, 2009). A third
possibility is that the presence of DNA methylation may
directly or indirectly prevent the recruitment of a
transcriptional repressor. In support of the latter hypothesis,
DNA methylation was shown in mammals to interfere with
the binding of the CCCTC-binding factor (CTCF), which
induces the transcriptional repression of its target genes
(Lobanenkov et al, 1990; Bell and Felsenfeld, 2000; Hark
et al, 2000; Lai et al, 2010; Rodriguez et al, 2010). Moreover,
CTCF binding influences polymerase II elongation dynamics
and promotes RNA polymerase II pausing (Shukla et al,
2011). Although no direct CTCF homologues have been
described in Arabidopsis (Heger et al, 2009), the loss of
DNA methylation in the large IBM1 intron may recruit
proteins with similar repressor activities, which could
induce polymerase II pausing or reduce its elongation rate
in the large intron; this would thereby lead to the premature
dissociation of the polymerase, which has already been
demonstrated in yeast (Uptain et al, 1997; Mason and
Struhl, 2005; Gromak et al, 2006), and would therefore
result in low IBM1-L transcript accumulation. Although our
results tend to suggest that intronic DNA methylation may
indeed be required for proper IBM1-L transcript elongation,
the identification of additional mutations that affect IBM1
transcription will help to discriminate between these
alternatives. Our results set the stage for future work to
determine the molecular mechanism by which intronic
DNA methylation affects Arabidopsis gene expression.
Interestingly, this mechanism may be conserved in other
eukaryotes because the expression of the EGR2 gene in
mammals also appears to be positively regulated by
intronic methylation (Unoki and Nakamura, 2003).
CG methylation and epigenome stability
From observations in Neurospora crassa and Arabidopsis, it
has been long understood that DNA methylation and H3K9
methylation interact in heterochromatin. In N. crassa, DNA
methylation by the DIM-2 DNA methyltransferase depends
on the methylation of H3K9, which is deposited by DIM-5
(Rountree and Selker, 2010). In Arabidopsis, the efficient
maintenance of CHG methylation involves a self-reinforcing
feedback loop between CMT3, which is structurally similar
to DIM-2, and KYP (Johnson et al, 2007). Dense CG
methylation, which is characteristic of heterochromatin,
also directs H3K9me2 and the loss of CG methylation in
met1 null mutants leads to the depletion of H3K9me2 at
heterochromatic sequences and the enrichment of H3K9me2
at euchromatic regions (Soppe et al, 2002; Tariq et al, 2003;
Mathieu et al, 2007). Moreover, we and others previously
showed that CG methylation directly prevents the
accumulation of H3K4me2 and H3K27me3 in hetero-
chromatin (Tariq et al, 2003; Mathieu et al, 2005; Zhang
et al, 2009). In addition to the post-translational modification
of histones, CG methylation also influences the deposition
of histone variants, and there is a strong anti-correlative
relationship between DNA methylation and H2A.Z
distribution (Zilberman et al, 2008). Finally, CG
methylation is required to stabilize proper patterns of non-
CG methylation. In a manner that resembles CpG island
methylation that occurs in mammalian tumourigenesis, the
loss of CG methylation induces the CHH hypermethylation
of several heterochromatic sequences and ectopic CHG
methylation in the body of a large number of genes
(Mathieu et al, 2007; Cokus et al, 2008; Lister et al,
2008; Reinders et al, 2008). The hypermethylation of
heterochromatin was linked to the misdirection of the
RdDM pathway, and the hypermethylation of several genes
was attributed to inefficient DNA demethylation (Mathieu
et al, 2007). Somehow paradoxically, the efficient trans-
cription of genes that encode DNA demethylases, including
ROS1 and DME, requires CG methylation, such that ROS1
transcription is totally impaired in met1 null mutants
(Mathieu et al, 2007).
Mechanistically, it is unclear how CG methylation affects
all of these epigenetic factors and epigenetic marks. Here, we
demonstrated that the proper expression of a gene that
encodes another demethylase, the IBM1 H3K9 demethylase,
surprisingly also requires DNA methylation. Through this
effect, CG methylation directly contributes to the stability of
DNA methylation patterns at genes. In the absence of MET1,
the loss of CG methylation in the large intron of IBM1 results
in the downregulation of the functional form IBM1-L, which
demethylates a large number of genes. By restoring IBM1-L
accumulation in the met1-3 background, we showed that
IBM1-L downregulation is responsible for the relocation of
H3K9me2 in euchromatin and accounts for ectopic DNA
methylation and H3K9me2 at genes in met1 mutants.
Ectopic genic DNA methylation results from at least two
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distinct causes at different loci: (i) decreased IBM1-mediated
H3K9 demethylation and (ii) the loss of ROS1 DNA demethy-
lase activity. Remarkably, we demonstrated that these two
mechanisms are also interconnected because the restored
IBM1-L expression in met1 resumes ROS1 transcription
(Figure 8). Moreover, we showed that the functions of KYP
and CMT3 are also required to promote proper IBM1-L
accumulation. These interconnections illustrate the sophisti-
cated interplay between the methylation and demethylation
pathways at the DNA and the histone levels.
Transcribed genes tend to be more CG methylated than
poorly transcribed genes, and in met1, which displays
reduced IBM1 activity, CG gene-body methylation is largely
replaced by CHG methylation (Zhang et al, 2006; Zilberman
et al, 2007; Lister et al, 2008). A comparison of CG body-
methylated genes in the WT (Lister et al, 2008) with genes
that show ectopic DNA hypermethylation in ibm1 mutants
(Miura et al, 2009) revealed that the majority of genes most
hypermethylated in ibm1 (about 73 and 57% of Class I and
Class II genes, respectively) are strongly enriched in
methylated CG positions (425 methylated CGs) compared
with the proportion of all genes with such CG methylation
density (about 23%; Supplementary Figure S8). Therefore,
we propose that CG methylation is involved in the recruit-
ment of IBM1 to genes in WT plants, and CHG methylation
can substitute for this signal in the met1 background. In
support of this hypothesis, the CG and CHG methylation
profiles are very similar in WT and met1 plants, respectively
(Lister et al, 2008). If DNA methylation is the signal, then












































Figure 8 Model for the appearance of ectopic non-CG methylation and H3K9me2 at genes in met1 mutants. In WT plants, the simultaneous
presence of MET1-mediated CG methylation and CMT3-mediated CHG methylation at the large intron of the IBM1 gene is required for proper
accumulation of the transcript encoding the functional IBM1 activity. IBM1 targets a large number of CG body-methylated genes for H3K9me2
demethylation, including the gene encoding the ROS1 DNA demethylase as well as ROS1-target genes. Through removal of H3K9me2, the IBM1
activity prevents CHG methylation by protecting genes from CMT3 recruitment. Additionally, ROS1-mediated demethylation contributes to the
stabilization of DNA methylation patterns by counteracting small RNA-mediated DNA methylation involving DRM2 at selected loci, including
ROS1. Loss of CG methylation at the large intron of IBM1 in met1 mutants results in lower IBM1 accumulation, and thus to H3K9me2
enrichment at IBM1 target genes. In parallel, ROS1 transcription is totally turned off in met1. These two outcomes of CG methylation erasure
are responsible for the appearance of alternative epigenetic patterns at genes: ectopic enrichment in H3K9me2 leads to ectopic CHG body
methylation through CMT3 recruitment, while the absence of ROS1 permits DRM2-mediated methylation at CHG and CHH sequence contexts
at ROS1-target loci.
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heterochromatin? Some proteins require a combinatorial
code of epigenetic marks to facilitate their recruitment to
chromatin. For instance, CMT3 has been shown to bind
in vitro to histone H3 peptides that are methylated at both
H3K9 and H3K27 positions (Lindroth et al, 2004), and in
mammals, the Origin recognition complex 2 (Orc2) protein is
more efficiently recruited to nucleosomes that exhibit CG
methylation in addition to H3K9me3 or H3K27me3 (Bartke
et al, 2010). Therefore, it is plausible that the efficient
recruitment of IBM1 to euchromatin may require DNA
methylation and another epigenetic mark. Because we
determined that transcriptionally silent genes can
potentially be targeted by IBM1 in a met1 background
(Figure 5), this aforementioned additional mark would need
to be maintained in euchromatin regions independent of
transcription and DNA methylation. However, no epigenetic
mark that fulfils these criteria has been described in
Arabidopsis. Alternatively, IBM1 recruitment may be pre-
vented by the combinatorial presence of DNA methylation
and a heterochromatin-specific mark, such that decreasing
this mark would result in IBM1 binding and H3K9 demethy-
lation. In support of this scenario, a reduction of the hetero-
chromatin-associated histone modification H4K20me1 in
suvh2 mutants is accompanied by decreased H3K9me2 at
heterochromatic chromocentres (Naumann et al, 2005).
Forward genetics approaches that are designed to identify
additional mutants that display ectopic CHG methylation at
genes will certainly provide more insights into IBM1
targeting.
The stability of epigenetic patterns along the entire genome
is a highly orchestrated process that involves several mole-
cular players that contribute to various epigenetic marks.
These factors do not act independently, and in this epigenetic
‘symphony’, CG methylation may be observed as ‘the con-
ductor’ because it plays a pivotal role in influencing the
homeostasis of many other epigenetic marks. An understand-
ing of the mechanisms that direct genomic CG methylation
patterns remains an important challenge for future studies.
Materials and methods
Plant material
The met1-3 (Saze et al, 2003), cmt3-11 (Chan et al, 2006), kyp-7
(Mathieu et al, 2005), nrpd2a-2 (Onodera et al, 2005), drm1-2 drm2-
2 (Chan et al, 2006), ddm1-2 (Vongs et al, 1993), vim1 vim2 vim3
(Woo et al, 2008), nrpd1a-4 (SALK_083051) and ibm1-4 (Saze et al,
2008) mutants were previously described. The met1-3 cmt3-11
double mutant, and the kyp-4 suvh5-2 suvh6-1 triple mutant were
a kind gift from S Jacobsen and J Bender, respectively. All of the
mutants are in the Columbia (Col-0) genetic background. The plants
were grown in soil under long-day conditions (16 h light/8 h dark)
at 221C. For the 5-aza-dC treatment, seeds were germinated and
grown for 9 days on 1/2 Murashige and Skoog medium that
contained 4mM 5-aza-dC (Sigma) as previously described
(Mathieu et al, 2007).
RNA analyses
Total RNAwas extracted from immature flower buds (or from leaves
for Figure 1C and E) using the TRI Reagent (Sigma). For the RNA gel
blot analyses, poly(A)þ RNAwas purified from 18mg of total RNA
using the Oligotex Kit (Qiagen), and the entirety of the resultant
samples was loaded onto the gel. The IBM1 probe was amplified
from Col-0 genomic DNA using IBM1-F10 and IBM1-R12 primers
(Supplementary Table 1) and was labelled with [a-32P]dCTP using
random hexamer priming (Megaprime DNA labeling system, GE
Healthcare). The RT–PCR reactions were performed using the
OneStep RT–PCR Kit (Qiagen); the amplification of ACTIN2 or 18S
rRNA was used as an internal control for the RNA amount. A
derived-CAPS (dCAPS) assay was used to distinguish allele-specific
IBM1-L transcript accumulation in Ler-0"met1-3, Ler-0" cmt3-11
and Ler-0" kyp-7 F1 hybrids. The IBM1_polyR1 primer introduces a
Rsa I restriction site specifically on Ler-0-derived alleles. The
primers that were used are listed in Supplementary Table 1.
Transgene construction and transformation
The IBM1-L transgene—which consisted of 1124 bp of IBM1 promo-
ter sequence fused to the full-length IBM1-L cDNA and 382bp of
sequence downstream of the IBM1-L stop codon—was cloned into
the pHm43GW and pKm43GW binary vectors (Karimi et al, 2005)
using the MultiSite Gateways Three-Fragment Vector Construc-
tion technology (Invitrogen). The resultant IBM1-L transgenes
(pHm43GW:IBM1-L and pKm43GW:IBM1-L) contain an additional
BsrGI restriction site that was used to distinguish them from the
endogenous IBM1 gene in the RT–PCR assays. The transgenes were
introduced into Agrobacterium strain C58C1 and were used to
transform plants that were heterozygous for the met1-3
(pKm43GW:IBM1-L) or ibm1-4 (pHm43GW:IBM1-L) mutations by
floral dipping. The T1 generation transformants were genotyped for
the respective mutation, and the homozygous mutants were ana-
lysed in comparison with their corresponding homozygous siblings
that lacked the IBM1-L transgene.
DNA methylation analyses
Bisulphite conversion of genomic DNAwas performed as previously
described (Mirouze et al, 2009) using the Epitect Kit (Qiagen). The
PCR products were cloned using the pGEM-Teasy vector (Promega).
For each sample, 8–12 clones were sequenced. The sequencing data
were visualized using the KisMeth software program (Gruntman
et al, 2008), and the methylation percentage was calculated for each
cytosine sequence context (CG, CHG and CHH). The primers that
were used are listed in Supplementary Table 1.
For the IBM1 methylation analysis in the F1 hybrids, the intronic
IBM1 methylated zone was amplified from bisulphite-treated DNA
by nested-PCR with the IBM1-BS-F/IBM1-BS-R and IBM1-BS-Fbis/
IBM1-BS-R primer sets (Supplementary Table 1), which facilitated
the specific amplification of the Col-0 alleles. The PCR products
were digested with TaqI (50-TCGA-30; 3 sites) and HpyCH4V (50-
TGCA-30; 1 site) to diagnose the CG and CHG methylation, respec-
tively. Methylation at the BNS locus was analysed by the double
digestion of 30ng of genomic DNA with BglII and EcoRI in a 30-ml
reaction volume. The control ‘undigested’ samples were digested
with EcoRI alone. One microlitre of each sample was amplified by
PCR with the BNS-F2 and BNS-R3 primers (Supplementary Table 1)
(Saze and Kakutani, 2007).
Chromatin immunoprecipitation
Leaves of 4-week-old seedlings (0.1 g) were harvested and chroma-
tin was crosslinked and prepared as previously described (Mathieu
et al, 2005). ChIP was performed with a mouse monoclonal
antibody specific for dimethyl H3K9 (Abcam Ab1220) or a
negative control IgG from rabbit (Diagenode) using the LowCell#
ChIP kit (Diagenode) following the manufacturer’s instructions
with some modifications. Chromatin samples were pre-cleared
with Protein A-coated paramagnetic beads and immuno-
precipitated with antibody overnight. Immune complexes were
then collected with Protein A-coated paramagnetic beads. ChIP
experiments were performed in three independent biological
replicates. ChIP samples were amplified in duplicates or triplicates
and target amplifications were normalized for amplification of
TUBULIN 8 (met1 and met1::IBM1-L samples) or for amplification
of the Ta3 element (ibm1 samples), for which H3K9me2 patterns
are unaltered in ibm1 (Saze et al, 2008; Inagaki et al, 2010) using
previously described procedures (Mathieu et al, 2005). The primers
that were used are listed in Supplementary Table 1.
Immunocytology
The immunodetection of H3K9me2 was performed with young
rosette leaves as previously described (Mathieu et al, 2005) using
a mouse monoclonal antibody specific for dimethyl H3K9 (Abcam
Ab1220, dilution 1:100). The nuclei were visualized with a Zeiss
Axio Imager Z.1 microscope that was equipped with the Zeiss
AxioCam MRm camera system and the Zeiss Axiovision software
program.
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Supplementary data are available at The EMBO Journal Online
(http://www.embojournal.org).
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Supplementary Figure S1. Bisulfite sequencing analysis of cytosine methylation at the methylated zone of the 
large IBM1 intron in wild-type, cmt3 and kyp plants, and of the cmt3-derived and the kyp-derived alleles in 
Ler x cmt3 and Ler x kyp F1 hybrids, respectively.






































































Supplementary  Figure  S2.  RT-­PCR  analysis  of  sense  (left  panel)  and  antisense  (right)  IBM1-­L  transcription  in  
wild-­type  and  met1-­3  plants,  using  primer  sets  designed  along  the  length  of  the  large  intron  of  the  IBM1  gene  
(middle).  Primer  positions,  intron,  exons  and  the  methylated  intronic  region  are  indicated  by  black  triangles,  a  black  






































Supplementary Figure S3. CHG methylation at the BNS locus in 3 independent ibm1::IBM1-L lines
and in ibm1 and wild-type plants. DNA methylation was analyzed by restriction digestion with the 
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Supplementary  Figure  S4.  Bisulfite  sequencing  analysis  of  the  DNA  methylation  patterns  at  eleven  
genes  (A),  ten  transposable  elements  (B)  and  at  the  ROS1  gene  and  the  AT1G26400  ROS1  target  
locus  (C),  in  wild-­type,  met1,  met1::IBM1-­L  and  ibm1  plants.  Proportions  of  methylated  cytosines  at  






















































Supplementary Figure S5. Transcription analysis in 2 independent met1::IBM1-L lines. Representative images of 















































Supplementary  Figure  S6.  Abnormal  flower  phenotypes  observed  in  some  met1-­3  lines.

































































Mean intron length (bp)
141 bp (Park et al., 2010)
202 bp (Hu et al., 2011)
180 bp (AGI, 2000)
413 bp (Haberer et al., 2005)
1100 bp (Jiang et al., 2011)
436 bp (Paterson et al., 2009)
607 bp (Haberer et al., 2005)
1347 bp (from Apis mellifera
NCBI Gnomon predictions rel. 4.0)
1974 bp
2511 bp
200 bp (Jiang et al., 2011)
















Supplementary Figure S7. Orthologs of the A. thaliana IBM1 gene containing a large intron. 
Boxes represent exons, with coding regions in black and untranslated regions in white. The region encoding the jmjC domain is shown in 
red (Saze et al, 2008). Length of the large introns and scale bars are indicated for each gene. The mean length of introns in each organism 
and the percentage of identity of each orthologous protein with Arabidopsis IBM1 protein are indicated. 
Orthologous genes were identified by blastp of the Arabidopsis IBM1 protein sequence against non-redundant protein sequences of the NCBI 
database (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?PAGE=Proteins). Additional genes annotated as orthologs of the IBM1 gene in the Gramene 
database were selected (http://www.gramene.org/). 
The percentage of identity of each orthologous protein with the Arabidopsis IBM1 protein sequence were determined by alignment of orthologous 
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Locus Primer Sequence (5'-3') Methods






















































































































AtCOPIA4 AtCOPIA4-F2 (JP3067) CTTGTTTGTCTTCCCCGTGT













































































































Ta3 Ta3-middle-F2 (JP1565) GATTCTTACTGTAAAGAACATGGCATTGAGAGA








UBQ1 UBQ-FWD (U1)13 ACCGGCAAGACCATCACTCT
(AT3G52590) UBQ-Rev (U2)13 AGGCCTCAACTGGTTGCTGT
Bisulfite sequencing
Bisulfite sequencing, methylation 
analysis by restriction digestion
RT-PCR (IBM1-L)
RT-PCR (IBM1-S)
probe for Northern blot analysis
RT-PCR along the length of 
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III. Chapitre 2 : Conséquences immédiates de la rencontre de 
plantes aux génomes identiques mais aux épigénomes distincts – 









“Epigenome confrontation triggers immediate 
reprogramming of DNA methylation and transposon 
silencing in Arabidopsis epihybrids” 
 
Rigal M*, Becker C, Pélissier T, Pogorelcnik R, Devos J, Ikeda Y, 






































Lors de l’analyse de la méthylation de l’intron du gène IBM1 dans les plantes F1 met1 
x WT rapportée dans le premier article (Rigal et al., 2012), nous avons observé, de façon très 
surprenante, une perte de la méthylation CHG sur l’allèle venant du parent met1. Nous avons 
souhaité comprendre la cause de cette déméthylation mais également le comportement global 
des profils de méthylation ADN lors de la rencontre entre des plantes hypométhylés met1 et 
des plantes sauvages. Dans ce but, nous nous sommes tout d’abord tournés vers une technique 
déjà utilisée chez A. thaliana, mais aussi en cellules humaines, la MeDIP, 
immunoprécipitation de l’ADN méthylé grâce à un anticorps anti-5-meC. Ceci s’est suivi 
d’un séquençage haut-débit de la fraction non immunoprécipitée (non méthylée), en partant 
de l’hypothèse qu’une déméthylation telle qu’observée sur IBM1 en F1 se traduirait par une 
hausse claire du nombre de reads par rapport aux parents. Cependant l’analyse s’est révélée 
ardue, en partie en raison de la présence d’un bruit de fond important, variable selon les 
génotypes des échantillons, et difficilement quantifiable. 
 
Afin de contourner cette difficulté, nous avons séquencé la fraction immunoprécipitée 
(méthylée) de la MeDIP, comme cela avait déjà été fait, notamment par Zhang et al., en 2006 
(Zhang et al. 2006). Toutefois, l’étude des données en résultant a également été très 
complexe. En effet, la présence de méthylation dans les trois contextes compliquait l’analyse 
puisque, comme cela a été précédemment démontré, l’anticorps semble avoir un taux 
d’immunoprécipitation variable selon le contexte dans lequel se trouve la cytosine méthylée et 
même selon la densité locale en cytosines (Irizarry et al. 2008, Lister et al. 2008, Tomazou et 
al. 2008). De plus, dans les plantes F1, la présence à la fois d’allèles méthylés sauvages ainsi 
que d’allèles hypométhylés venant du parent met1 rend l’analyse des données de séquençage 
encore plus ardue, puisque nous ne pouvons connaître la contribution de chaque allèle dans le 
taux global de méthylation observée dans les hybrides F1.  
 
Afin de venir à bout de ces biais, nous avons testé différentes méthodes de calcul tentant de 
mesurer le biais dans chaque échantillon, et de définir des facteurs de correction appropriés en 
prenant comme références des loci dont le taux de méthylation dans les parents et/ou en F1 
avait été publié et/ou que j’avais analysé moi-même par séquençage après traitement de 









































Les études publiées auparavant ayant utilisé cette méthode de MeDIP suivie d’un séquençage 
génome entier (MeDIP-seq) ou d’une hybridation sur puces de l’ADN immunoprécipité 
(MeDIP-ChIP) portaient, soit sur des échantillons issus de cellules de Mammifères, ne 
comportant que, ou en grande majorité, de la méthylation CG (Weber et al. 2005, Keshet et al. 
2006, Weber et al. 2007, Lisanti et al. 2012), soit dans des plantes homozygotes - sauvages ou 
met1 (Zhang et al. 2006, Zilberman et al. 2007, Lister et al. 2008, Vining et al. 2012). 
J’ai ainsi consacré un temps très important à l’analyse de ces données, et même si certains des 
changements particulièrement conséquents dans les taux de méthylation ADN en F1 ont été 
confirmés par McrBC, toutes les méthodes de calcul testées offraient une proportion 
importante de faux-positifs parmi les DMRs mises en évidence. 
Ainsi, pour pouvoir obtenir une information complète et fiable, nous avons réalisé durant les 
derniers mois de ma thèse un séquençage bisulfite du génome entier sur l’ADN des plantes 
Col-0, met1 et des plantes F1 met1 x WT.  
L’analyse des données de séquençage a débuté lors de la période de rédaction de mon 
manuscrit de thèse, par O. Mathieu, R. Pogorelcnik, bioinformaticien intégré à l’équipe, et 
moi-même.  
Elle a mené à la rédaction d’une première version préliminaire d’un article intégré au 
manuscrit de thèse, présenté lors de la soutenance. Les réflexions du jury de thèse lors de la 
soutenance sur ces données préliminaires nous ont aidé à poursuivre l’analyse et à revoir la 
structuration du manuscrit de l’article. Les suggestions du jury nous ont mené à réaliser un 
séquençage des petits ARN (sRNA-seq) dans les mêmes échantillons, pour pouvoir corréler 
taux de méthylation ADN, transcription et taux d’accumulation des siRNA.  
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Genes and transposons can exist in variable DNA methylation states with potentially 
differential transcription. However, how these epialleles emerge is poorly understood. Here 
we show that crossing a hypomethylated plant with its normally methylated wild-type 
counterpart results already in the F1 generation in widespread changes in DNA methylation 
and transcription patterns. Novel non-parental and heritable epialleles arise at many genic 
loci, including a locus that itself controls DNA methylation patterns, but with most of the 
changes affecting pericentromeric transposons. While a subset of transposons show 
immediate resilencing, a large number displays decreased DNA methylation, which is 
associated with de novo or enhanced transcriptional activation. This can translate into 
transposon mobilization in the progeny. Our findings reveal that the combination of distinct 
epigenomes can be viewed as an epigenomic shock, which is characterized by a round of 










































In eukaryotic genomes, cytosine methylation represents an epigenetic mark involved in the 
silencing of transposable elements (TEs), genes, and transgenes (Law et al. 2010, Rigal et al. 
2011). In plant genomes, TEs are typically silent and associated with dense DNA methylation 
in the three cytosine contexts CG, CHG and CHH (where H is any base but G). Repression of 
gene transcription by DNA methylation often correlates with methylation of promoter 
sequences, whereas transcriptionally active protein-coding genes tend to be methylated 
exclusively at CG positions in their bodies (Zhang et al. 2006, Zilberman et al. 2007, Cokus et 
al. 2008, Lister et al. 2008). 
The inbreeding plant Arabidopsis thaliana (Arabidopsis) represents a unique model 
species for which the molecular mechanisms involved in maintaining and modulating DNA 
methylation patterns have been extensively dissected, and for which the genome-wide 
distribution and stability of DNA methylation in numerous natural accessions and mutants has 
been established (Becker et al. 2011, Schmitz et al. 2011, Schmitz et al. 2013, Stroud et al. 
2013, Hagmann et al. 2015). In Arabidopsis, faithful propagation of CG methylation patterns 
upon de novo DNA synthesis during DNA replication is safeguarded by the DNA 
methyltransferase METHYLTRANSFERASE 1 (MET1), the plant homolog of human DNA 
methyltransferase 1 (DNMT1), such that symmetrical CG sites in the genome are usually 
fully methylated or not at all (Kankel et al. 2003, Saze et al. 2003). Maintenance of non-CG 
methylation is more complex and involves the partially redundant activities of the DNA 
methyltransferases DOMAINS REARRANGED METHYLTRANSFERASE 2 (DRM2), 
CHROMOMETHYLASE 2 (CMT2) and CHROMOMETHYLASE 3 (CMT3). The three 
proteins act in self-reinforcing loop mechanisms that also rely on histone H3 methylation at 
lysine 9 (H3K9me) and mostly small RNAs of 24-nt in length (Du et al. 2012, Zemach et al. 
2013, Du et al. 2014, Stroud et al. 2014). The DECREASE IN DNA METHYLATION 1 
(DDM1) chromatin remodeler also controls DNA methylation, likely by allowing 
methyltransferases to access their H1-containing heterochromatic DNA targets (Zemach et al. 
2013). 
Similar to changes in DNA sequence, differences in DNA methylation, either of 
natural, spontaneous origin or experimentally-induced, can impact genome stability, gene 
expression and phenotypic variation. Deficiencies in DDM1 induce drastic hypomethylation 
of heterochromatin at all cytosine contexts, resulting in transcriptional upregulation of some 
heterochromatic genes, a massive activation of TE transcription, and mobilization of various 
TEs (Vongs et al. 1993, Miura et al. 2001, Singer et al. 2001, Lippman et al. 2003b, 








































Elimination of MET1 in null met1 mutants causes a near-complete loss of CG methylation at 
genes and TEs, which is associated with misexpression of numerous protein-coding genes and 
broad transcriptional activation of TEs (Saze et al. 2003, Zhang et al. 2006, Cokus et al. 2008, 
Lister et al. 2008). However, although transcriptionally activated, some autonomous TEs 
remain immobile, owing to other silencing mechanisms; transposition of the Evadé (EVD) 
retrotransposon occurs only after several generations of inbreeding or in combinations of 
met1 with mutations in other silencing factors (Kato et al. 2003a, Mirouze et al. 2009, Rigal et 
al. 2011). 
In addition to the loss of CG methylation, met1 mutants display substantial ectopic 
CHG and CHH hypermethylation at thousands of genes and TEs (Mathieu et al. 2007, Lister 
et al. 2008, Stroud et al. 2013). Depending on the target, this has been linked to erratic/mis-
targeting of RNA-directed DNA methylation (RdDM), transcriptional silencing of the gene 
encoding the REPRESSOR OF SILENCING 1 (ROS1) DNA demethylase, and mis-
regulation of the INCREASE IN BONSAI METHYLATION 1 (IBM1) gene, which encodes a 
H3K9me2 demethylase that specifically targets protein-coding genes (Mathieu et al. 2007, 
Saze et al. 2008, Rigal et al. 2012). IBM1 contains a large intron with a heterochromatin-like 
segment that is methylated at CG and non-CG sites. Lack of either type of methylation in this 
region disrupts the heterochromatin structure and is associated with impaired production of 
the long IBM1 transcript IBM1-L, which encodes the functional form of the IBM1 H3K9me2 
demethylase (Rigal et al. 2012, Saze et al. 2013b). In addition to the ROS1- and IBM1-
mediated defects in met1 mutants, genes pre-marked with H3K27me3 tend to gain ectopic 
H3K9me2 and to be depleted in H3K27me3 in met1, while heterochromatic loci show 
depletion in H3K9me2 and ectopic H3K27me3 upon CG methylation loss (Mathieu et al. 
2005a, Deleris et al. 2012).    
In ddm1 and met1 mutants, changes in DNA methylation generate epialleles that 
remain unaltered in their DNA sequence. In a few examples, such epialleles have been 
associated with heritable differential transcription (Jacobsen et al. 1997, Soppe et al. 2000b, 
Stokes et al. 2002, Kankel et al. 2003, Saze et al. 2007b). It has been long established that 
some ddm1- and met1-induced hypomethylated epialleles can be stably transmitted through 
several generations after outcrossing the causing mutation (Vongs et al. 1993, Kakutani et al. 
1999). Similarly, hypermethylated epialleles can be transmitted across generations, though 
they appear to be less stable than hypomethylated ones (Jacobsen et al. 1997, Jacobsen et al. 
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Figure 1. Creation of a non-parental IBM1 epiallele in F1 epihybrids. 
(A) Bisulfite sequencing analysis of DNA methylation at the large IBM1 intron in the indicated 
genotypes. Filled and empty circles indicate methylated and unmethylated cytosines, 
respectively. The color of the circle denotes cytosine sequence context (red, CG; blue, CHG; 
green, CHH). (B) CHG methylation level of the large IBM1 intron in the indicated genotypes 
as determined by bisulfite sequencing. Parental origin of IBM1 alleles in Cxm and mxC F1 
plants was assigned based on presence/absence of CG methylation. (C) DNA methylation 
analysis at the large IBM1 intron using AluI digestion (inhibited by CHG methylation) followed 
by PCR. For each genotype, PCR amplification was performed on digested (+) and 
undigested DNA (-). A region unmethylated in the WT and a region deprived of AluI site were 
amplified as controls of digestion efficiency and DNA loading, respectively. (D) RT-qPCR 
analysis of the accumulation of IBM1 full length mRNA (IBM1-L) in the indicated genotypes."
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To further analyze transgenerational epigenetic inheritance, segregation of DNA methylation 
variants (epialleles) was induced in two populations of epigenetic recombinant inbred lines 
(epiRILs) that were created by outcrossing either a met1 or a ddm1 hypomethylated parent 
plant to an isogenic wild-type plant (Johannes et al. 2009a, Reinders et al. 2009b). Studies of 
these two epiRIL populations have confirmed overall stable inheritance of parental DNA 
methylation patterns, but also revealed some degree of epigenetic instability of parental 
epialleles. In ddm1-epiRILs, several TEs and single copy sequences derived from the mutant 
parent undergo progressive DNA remethylation in a process requiring siRNA biogenesis 
(Teixeira et al. 2009), while in later generations of some met1-derived epiRIL lines non-
parental methylation patterns can be detected, revealing the creation of further epigenetic 
novelty in these plants (Reinders et al. 2009b). Additionally, although EVD and CACTA TEs 
are immobile in both parents, proliferation of the two TEs was detected in a fraction of met1-
derived epiRILs (Mirouze et al. 2009, Reinders et al. 2009b), reinforcing the notion that 
parental epigenetic regulatory circuits have been altered in these lines.  
Here we examined the immediate consequences of combining the contrasting wild-
type and met1 methylomes in F1 plants. Using whole genome DNA methylation analysis in 
combination with sequencing of mRNA and small RNA transcriptomes, we reveal 
widespread non-additive variation in DNA methylation, TE silencing and gene expression. 
These effects translate into the creation of novel heritable epigenetic variants and changes in 




Emergence of a novel non-parental heritable hypomethylated IBM1 epiallele in F1 
epihybrids  
We previously reported that proper transcription of IBM1 requires the concomitant presence 
of CG and CHG methylation in the largest intron of the gene. To determine the role of MET1 
in methylation of IBM1 intron sequences, we crossed a met1-3 mutant (hereafter referred to as 
met1) plant in a Col-0 background, which has reduced DNA methylation in this intron, to a 
Ler-0 MET1 wild-type (MET1+) plant. Not only was CG methylation of the met1-derived 
IBM1 allele not restored in F1 plants (Rigal et al. 2012), Figure 1A), but there was a further, 
drastic loss of intronic CHG methylation (Figure 1A). This was not due to parental effects of 
met1, since a drastic loss of CHG methylation was not seen upon selfing of met1 plants over 
several generations (Figure 1B). This indicated that the drastic loss of CHG methylation was a 













































































Figure 2. Global DNA methylation changes in F1 epihybrids.  
(A) Kernel density plots of DNA methylation differences between Cxm or mxC epihybrids and 
the reconstructed F1 (rF1) at CG, CHG and CHH contexts. (B) Chromosomal view of the 
mean methylation difference between Cxm and rF1 in 100-kb tiles along chromosome 1 
(Chr1). The m prefix denotes methyl. 
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To eliminate effects caused by genetic differences throughout the genome of the Col-0 
met1-3 and the Ler-0 MET1+ parents, we outcrossed a met1-3 plant to an isogenic Col-0 
MET1+ plant. Because the genomes of these parents are nearly identical, but differ drastically 
in DNA methylation patterns, we named the resulting F1 plants epihybrids. MET1+ plants of 
the Col-0 and Ler-0 accessions showed similar DNA methylation patterns at the IBM1 
intronic region (Figure 1A and B). Independent of the orientation of the cross (Col-0 x met1 
(Cxm) or met1 x Col-0 (mxC)), we again observed the emergence of a non-parental DNA 
methylation pattern at the met1-derived allele (Figure 1A and B). Similar results were 
obtained when we crossed the met1-7 allele in the Col-0 background to a MET1+ plant of the 
Van-0 accession (Figure S1A). Together, these results suggest that the appearance of the non-
parental hypomethylated IBM1 epiallele in F1 epihybrids is linked to the difference in DNA 
methylation patterns between parental plants. The mechanism involved in CHG methylation 
loss remains to be determined, but it seems to be independent of IBM1 and ROS1 (Figure 
S2).  
To assess heritability of the novel IBM1 epiallele, we determined IBM1 intron 
methylation in F2 progeny of a self-fertilized mxC F1 individual. As expected for Mendelian 
segregation, one quarter of the MET1+ F2 plants were homozygous for the hypomethylated 
IBM1 epiallele; these plants displayed low IBM1-L transcript accumulation (Figures 1C and 
D). Additionally, absence of intronic methylation was inherited in F3 progeny of a self-
fertilized MET1+ F2 individual homozygous for the hypomethylated IBM1 epiallele (Figure 
S1B). Hence, outcrossing a hypomethylated met1 parent to a MET1+ plant induces the 
generation of a novel, non-parental hypomethylated IBM1 epiallele in epihybrid progeny. The 
novel epiallele is stably inherited through at least two generations, independently of the 
presence of the met1 mutation.  
 
DNA methylation variation in F1 epihybrids mainly occurs at pericentromeric TEs 
Our observation at the IBM1 locus prompted us to examine the extent of DNA methylation 
variation in epihybrid plants on a genome-wide scale. We performed whole-genome bisulfite 
sequencing in Col-0 MET1+ and met1 parents and in both reciprocal F1 epihybrids. We 
combined the parental datasets to reconstruct a synthetic F1 sample (hereafter named rF1) 
where each genomic cytosine is methylated at the mid-parent value (MPV). Overall DNA 
methylation levels were similar in the two reciprocal F1 epihybrids and showed a substantial 
increase in CG methylation, decreased CHG methylation and localized changes in CHH 
methylation compared with rF1 (Figure 2A).  
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Gain of CG methylation was prominent at pericentromeric regions and peaked at centromeres, 
where CHG and CHH methylation also showed the strongest deviation from rF1 levels 
(Figure 2B). Consistently, TEs globally displayed increased CG methylation in epihybrids 
relative to rF1, whereas CG gene-body methylation was at the expected rF1 level (Figure S3A 
and S3B). CHG methylation was lower than the rF1 level at both genes and TEs. These 
results indicate that most of variation from the expected rF1 DNA methylation level occurs at 
pericentromeric regions of epihybrids. 
 By comparing the two reciprocal F1 epihybrids to rF1, we determined differentially 
methylated regions (DMRs) at all three cytosine sequence contexts significantly deviating 
from the mere 1:1 addition of parental methylomes. We also determined DMRs between the 
MET1+ and met1 parents. We defined a total of 9,892 F1 hypomethylated DMRs (hypo-
DMRs), where the epihybrids had lost DNA methylation, and 8,892 F1 hypermethylated 
DMRs (hyper-DMRs), where the epihybrids had gained methylation (Figure S3C). 
Independent of their type, the vast majority of the identified DMRs matched TE loci, and 
gains in CG methylation and losses in CHG methylation were the most abundant types of 
DMRs. In each case, more than 60% of the DMRs were common to reciprocal F1 epihybrids, 
indicating that most DNA methylation changes in epihybrids occur independently of cross 
orientation, similar to the creation of the hypomethylated IBM1 epiallele. 
 
Ectopic CHG methylation at genes in F1 epihybrids 
Thousands of genomic loci are ectopically hypermethylated at CHG positions in met1 
mutants, in part due to misregulation of IBM1 and ROS1 genes (Mathieu et al. 2007, Lister et 
al. 2008, Deleris et al. 2012, Rigal et al. 2012). Overall, genes CHG-hypermethylated in met1, 
but not TEs, continued to have a higher CHG methylation level in epihybrids compared to 
MET1+ plants (Figure 3A, B, C). Using public data (Stroud et al. 2013), we defined genes 
ectopically methylated at CHG positions in ibm1 and in the ros1 dml2 dml3 (rdd) triple 
mutant of the DNA demethylases expressed in the sporophyte. Intersecting genes 
hypermethylated in met1 and ibm1 or in met1 and rdd with those hypomethylated in F1 
revealed limited overlap, indicating that normal methylation at IBM1- and RDD-targeted 
genes was mostly not restored (Figure S4A). We previously demonstrated that restoring 
proper levels of functional IBM1 transcript accumulation in met1 resulted in removal of 
ectopic CHG and H3K9me2 methylation at selected genes (Rigal et al. 2012). Also, we found 
that IBM1 and ROS1 were transcribed at a near mid-parental level in epihybrids (Figures 1C 
and S4B). Together, these data suggest that the amount of functional IBM1 produced in 








































Furthermore, about 80% of the genes CHG-hypermethylated in met1, and not in either ibm1 
or rdd, retained CHG methylation in epihybrids (Figure S4A). Thus, whatever the cause of 
ectopic genic CHG hypermethylation in met1, this methylation largely persists in F1 plants. 
We identified about 110 genes with CHG hypermethylation in each epihybrid 
compared with either parent (Figure S5A). Although at a small subset of genes CHG 
hypermethylation seemed to be initiated specifically in F1 plants (Figure S5A,B), most 
transgressive CHG hyper-DMRs already displayed a certain level of ectopic CHG 
methylation in the met1 parent (Figure 3D, S5A). About 60% of these genes were also CHG 
hypermethylated in ibm1 (Figure 3D and S5C), supporting the notion that limiting IBM1 
activity is a major contributor to transgressive CHG hypermethylation in F1 epihybrids. For 
example, BONSAI (BNS), the first identified IBM1 target (Saze et al. 2008), gained CHG 
methylation at the same positions in ibm1 and, albeit to a lesser extent, in met1, and became 
further hypermethylated in F1 epihybrids (Figure 3D). To determine which BNS allele was 
hypermethylated in epihybrids, we self-pollinated mxC F1 plants, and assessed BNS 
methylation state in MET1+ F2 individuals. We did not recover MET1+ F2 plants with a 
MET1+-like BNS methylation level; about 3/4 of the plants displayed a methylation level that 
was similar or higher than that of the F1 epihybrid parent, while the other F2 plants showed a 
met1-like level of methylation (Figure 3E). These results suggest that the MET1+-derived BNS 
allele acquired CHG hypermethylation in F1 epihybrids, creating novel non-parental BNS 
epialleles. Intriguingly, some F2 individuals with high BNS CHG methylation levels had 
normal IBM1-L expression (Figure 3E and1C), suggesting that, unlike the original BNS allele 
in the MET1+ background, the novel CHG hypermethylated BNS epiallele formed in 
epihybrids is largely insensitive to IBM1 activity.  
Altogether our data reveal that, similar to met1-induced loss of CG methylation, met1-
induced CHG hypermethylation represents a reservoir of epiallelism, since it is stably 
inherited at numerous genes in F1 epihybrids. Hypermethylation of CHG sites can also be 
induced or reinforced in epihybrids and, as exemplified by the BNS locus, initiates onto the 
cognate MET1+-derived allele, thereby creating novel epialleles upon confrontation of the 

















































































































































Figure 4. CG remethylation in epihybrids. 
(A) Chromosomal view of the cumulative number of F1 CG hypermethylation DMRs in 100-
kb tiles along chromosome 1. (B) Heat-map of CG methylation levels within F1 CG 
hypermethylation DMRs. (C) Genome-browser view of CG methylation at a representative 
genomic region displaying CG remethylation in F1 epihybrids. (D) Box plot of CG, CHG and 
CHH methylation levels in F1 CG-remethylated DMRs. Values were extracted from one 
replicate per genotype. (E) Box plot of CG, CHG and CHH methylation levels in F1 CG-
remethylated DMRs and in a random set of sequences of equivalent type and length. 
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Immediate CG remethylation at TEs in F1 epihybrids 
F1 CG hyper-DMRs mostly overlapped with TEs (2,138 TEs, Figure S3C) preferentially 
located in pericentromeric regions of the chromosomes (Figure 4A). These genomic loci were 
highly CG methylated in the MET1+ plants and strongly lost CG methylation in met1 (Figure 
4B), indicating that F1 CG-hyper DMRs mostly reflect remethylation of the corresponding 
met1-derived TE epialleles. At about 25% of remethylated loci, CG methylation was fully 
restored to the MET1+ level in F1 epihybrids (Figure 4C and D). The relative distribution of 
TEs overlapping with fully remethylated F1 CG hyper-DMRs essentially mirrored the 
distribution of all TEs in the Arabidopsis genome (Figure S6A), showing that CG 
remethylation in epihybrids affects all types of pericentromeric TEs. Noticeably, compared 
with an equivalent set of random TE regions, CG-remethylated loci retained more CHH 
methylation and a substantial CG methylation level in the null met1-3 mutant (Figure 4E), 
indicating that part of CG methylation at these TE sequences is independent of MET1 
activity. Full restoration of CG methylation in F1 epihybrids was globally accompanied by re-
establishment of CHG methylation, whereas CHH methylation did not significantly deviate 
from the rF1 level (Figure 4D). This suggests that remethylation does not involve DRM2-
mediated methylation, which is expected to equally target all cytosine positions for DNA 
methylation.  
We also observed CHH hyper-DMRs in F1 epihybrids, although these were less 
abundant than CG hyper-DMRs (Figure S3C). CHH hyper-DMRs were overrepresented for 
pericentromeric LTR/Gypsy retroelements and were associated with DNA hypermethylation 
in all cytosine contexts, with transgressive CHH and CHG methylation where the F1 had 
higher methylation than either parent (Figure S6A, B, C). Because of the association 
specifically with non-CG methylation, this hypermethylation likely occurs through the 
canonical DRM2-mediated RdDM pathway. In support of this notion, CHH hyper-DMRs 
showed a higher density at the edges of LTR/Gypsy elements (Figure S6D), which represent 
preferential target sites for DRM2-mediated methylation (Zemach et al. 2013). Our results 
thus reveal that numerous LTR/Gypsy elements acquire non-parental CHH methylation 
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Figure 5. Hypomethylation at TEs in epihybrids.  
(A) Average distribution of CG, CHG and CHH methylation in indicated genotypes over 
VANDAL elements containing at least one F1 CHH and CHG hypo-DMRs. (B) Distribution of 
F1 CG hypomethylation DMR density over DNA/En-Spm elements. (C) Genome-browser 
view of CG and CHG methylation at CAC1. Col and met1 parental methylation patterns are 
shown together with the rF1 profile subtracted from the Cxm or the mxC F1 profiles. The 
dashed boxes show regions with CG and CHG hypomethylation in epihybrids. (D) PCR 
assay of CAC1 excision in indicated genotypes. Amplification of the “absence” band reflects 
mobilization of the TE. (E) Box plot of CHG methylation levels in transgressive F1 CHG 
hypomethylation DMRs in indicated genotypes. Values were extracted from one replicate per 




Trans-demethylation at TEs in F1 epihybrids 
Hypomethylation in F1 epihybrids primarily affected TEs and was mostly due to changes at 
CHG and CHH positions (Figure S3C). F1 CHH hypo-DMRs often displayed concurrent 
CHG hypomethylation (Figure S7A), suggesting that CHH and CHG hypomethylation occur 
at least partly through a common mechanism. TEs overlapping with both F1 CHH and CHG 
hypo-DMRs were overrepresented for VANDAL transposons (Figure S7B,C), which were 
characterized by very low DNA methylation in met1 mutants (Figure 5A), indicating that 
DNA hypomethylation in epihybrids affects TE copies inherited from the MET1+ parent.  
A specific VANDAL21 element, Hi, transposes in ddm1 and met1 mutant backgrounds 
(Tsukahara et al. 2009, Fu et al. 2013). The new Hi copies induce trans-demethylation, 
mediated by the Hi-encoded VANC protein, with a high specificity towards VANDAL21 
family elements and being more pronounced at non-CG sites (Fu et al. 2013). In our material, 
Hi was hypomethylated in met1 at all cytosine sequence contexts and associated with strong 
non-CG hypomethylation in F1 epihybrids (Figure S8A). Other VANDAL21 family members 
also displayed non-CG hypomethylation in F1 epihybrids (Figure S7C). We detected new Hi 
copies in met1 and in F1 plants (Figure S8B), supporting that transposed Hi copies may 
induce trans-demethylation of VANDAL21 elements in F1 epihybrids. Because many other 
elements from other VANDAL families were also strongly hypomethylated in F1 epihybrids 
(Figure S7C), we sought to determine whether the same type of transposition-dependent 
trans-demethylation mechanism was engaged in these families. We determined TE copy 
number genome-wide by comparing the methyl-C DNA sequencing coverage of met1 and F1 
epihybrid plants with that of the MET1+ parents. Validating this approach, we detected an 
increase in EVD and Hi copy number in the second generation of the met1 homozygous line 
(Figure S8C). Additionally, we detected more DNA copies of the ATCOPIA21 element 
AT5TE65370 in met1, which we named Complice, previously found to be active only in 
advanced generations of ddm1 mutants (Tsukahara et al. 2009); Figure S8C). Hi copy number 
further increased in Cxm but not in the reciprocal mxC F1 epihybrids (Figure S8B,C), 
suggesting that the male gametophyte represents a developmental window for proliferation of 
activated Hi elements. Alternatively, MET1 activity may be required in the male gametophyte 
to restrain Hi transposition. Importantly, this analysis did not reveal mobilization of other 
VANDAL elements in either met1 or F1 epihybrids, suggesting that loss of DNA methylation 
occurring at MET1+-derived VANDAL elements in F1 epihybrids is neither necessarily caused 










































Considering the previously reported high specificity for Hi-induced trans-demethylation, we 
conclude that production of the VANC anti-silencing factor from transcriptionally activated 
VANDAL elements in met1 is sufficient to induce trans-demethylation of elements of the same 
family in F1 without requirement for transposition. 
 
Trans-demethylation is associated with TE mobilization  
The CG hypomethylation of VANDAL elements was more pronounced in their 3’ half, which 
contains the ORF encoding VANC (Figure 5A). F1 CG hypo-DMRs also overlapped with 
DNA/En-Spm DNA transposons (Figure S7B), and CG hypomethylation was preferentially 
located near the borders of these elements (Figure 5B). Studies of the maize Spm transposon 
have revealed that the transposon-encoded TnpA protein can induce DNA hypomethylation at 
TnpA binding sites that are located at the element ends, and promote its transcription 
(Schlappi et al. 1994, Cui et al. 2002). The distribution of F1 CG hypo-DMRs suggests that a 
similar mechanism may operate at ATENSPM elements in epihybrids. The En-Spm elements 
CACTA1 (CAC1) and CAC2 transpose in ddm1 mutants and ddm1-epiRILs (Miura et al. 2001, 
Johannes et al. 2009a, Tsukahara et al. 2009). CACTA movement has also been detected in 
met1-epiRILs, although the mobilized elements were not assigned to a specific element 
(Reinders et al. 2009b). CAC1 is mobilized in met1 cmt3 but not in met1, indicating that both 
CG and CHG methylation cooperate to repress CAC1 activity (Kato et al. 2003a). In F1 
epihybrids, CAC1 edges were hypomethylated at CG sites and also displayed transgressive 
CHG hypomethylation (Figure 5C). Because CG methylation was completely lost in the met1 
parent, this indicates hypomethylation of the MET1+-derived CAC1 allele in the epihybrids. 
The hypomethylation of CAC1 at both CG and CHG sites in F1 epihybrids correlated with 
mobilization of this element in F2 progeny (Figure 5D). Together, these data show that DNA 
hypomethylation induced in F1 epihybrids, potentially involving the transposon-encoded 
TnpA protein, results in mobilization of an element that did not transpose in either parent.  
 
Transgressive hypomethylation of LTR/Gypsy elements in F1 epihybrids 
Transgressive CHG hypomethylation was specifically initiated in F1 epihybrids at one 
thousand genomic regions, which were highly methylated in both MET1+ and met1 parents 
(Figure 5E and S9A) and were overrepresented for LTR/Gypsy elements of long size (mean 
length of 6.43 kb; Figure S9B and S9C). Transgressive CHG hypomethylation preferentially 
occurred in internal coding regions of LTR/Gypsy TEs, with a bias towards the 3’ half of the 
elements (Figure 5F), and it was accompanied by decreased CHH methylation within TE 
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Figure 6. Transcription in F1 epihybrids 
(A) Box plots of the log2 ratio of RPKM values of genes (top panel) and TEs (bottom panel) 
overlapping with indicated DMRs in epihybrids over the mid-parent value (MPV). (B) Number 
of genes and TEs mis-regulated in met1 grouped according to their transcription level in 
epihybrids (Inter., intermediate). Only genes showing equivalent transcriptional destiny in 
both epihybrids are shown. (C) Average distribution of CHG and CHH methylation in 
indicated genotypes over TEs activated in met1 and transcribed at a met1-like or higher level 
in F1 epihybrids. (D) Average number of indicated DMRs overlapping with TEs grouped 
according to their transcription level in epihybrids (Inter., intermediate). (E) Genome browser 
view of mRNA accumulation at ATCOPIA48 (AT1TE66380) in indicated genotypes. RNA 
levels in cmt3 and suvh4/5/6 are from (Stroud et al, 2012). (F) DNA methylation levels at the 
5’ LTR of ATCOPIA48. (G) Genome browser view of mRNA accumulation at EVD 
(AT5TE20395) and Complice (AT5TE65370) elements in indicated genotypes. (H) DNA 
methylation levels at the 5’ LTRs of EVD and Complice elements."
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CMT2 targets the body of long TEs for CHH methylation, and to a lesser extent for CHG 
methylation (Zemach et al. 2013, Stroud et al. 2014). CMT2 transcripts were reduced three-
fold in met1, potentially contributing to decreased non-CG methylation at long TEs, while 
CMT2 transcripts accumulated at a mid-parental level in F1 plants (Figure S9E). Reduced 
CMT2 expression relative to MET1+ plants may be at the origin of CHH hypomethylation at 
internal sequences of long TEs in F1 epihybrids. Collectively, our results reveal widespread 
DNA hypomethylation at both DNA transposons and retroelements in F1 epihybrids.  
 
Transcription dynamics in F1 epihybrids 
It is generally accepted that DNA methylation can influence transcription and transcript 
accumulation, although the mechanisms are often unclear. Because of the profound 
modification of DNA methylation patterns occurring in F1 epihybrids, we determined how 
this correlated with genome-wide mRNA profiles of F1 epihybrids and their parents. At the 
chromosomal level, pericentromeric regions retained high transcript accumulation in 
epihybrids relative to MET1+ parents (Figure S10A), extending previous reports of 
inheritance of met1-induced release of silencing at selected loci (Kankel et al. 2003, Lippman 
et al. 2003b, Reinders et al. 2009b). Additional changes in transcript profiles indicated that 
the silencing/desilencing state of numerous loci is not stably inherited from met1 parents by 
the F1. Overall gene transcript levels varied only modestly between parents and F1 
epihybrids, independent of DNA methylation changes in F1 (Figure 6A and S10B). In 
contrast, TEs that were strongly activated in met1 were expressed at levels above the MPV in 
F1 epihybrids, and both TEs overlapping with F1 CG and CHG hypo-DMRs and F1 CHH-
hyper DMRs showed increased expression relative to the MPV (Figure 6A and S10B). This 
indicates that changes in DNA methylation in epihybrids are mostly associated with further 
derepression of TE silencing. 
Combining two complementary approaches to determine differential expression 
between samples, we identified 5,775 misregulated loci in met1 compared with the MET1+ 
parent (3,606 upregulated, 2,169 downregulated) (Figure S10C), substantially adding to the 
number of met1-misexpressed loci previously identified (Zhang et al. 2006, Zilberman et al. 
2007, Lister et al. 2008, Dowen et al. 2012a). Next, we determined how loci that were mis-
expressed in the met1 parents were expressed in F1 epihybrids (Figure 6B). The large 
majority (more than 85%) of loci mis-regulated in met1 behaved in a similar manner in both 
F1 epihybrids. Of the 1,576 genes up-regulated in met1, only about 40% accumulated at an 
intermediate level in epihybrids, indicating stable inheritance of met1-induced transcriptional 








































This set of genes includes and behaves similarly to the archetype FWA gene that remains 
transcriptionally derepressed and hypomethylated upon restoration of the MET1 function 
(Kankel et al. 2003). Expression of another 40% of met1-derepressed genes was corrected in 
epihybrids, returning to MET1+ levels (Figure 6B), revealing efficient reestablishment of 
transcriptional repression of the corresponding met1-derived alleles. The remaining genes, 
about 240, were further upregulated in F1 and were expressed at met1-like levels. 
Independent of their behavior in F1, genes up-regulated in met1 showed no remethylation in 
F1 plants (Figure S11A), indicating that restoration of normal expression levels often does not 
depend on DNA methylation. There were two notable exceptions: SDC, a well known target 
of DNA methylation dependent silencing (Henderson et al. 2008), and KELP (AT4G10920), 
which encodes a target of tobamoviruses (Matsushita et al. 2001), were efficiently re-silenced 
in F1 epihybrids. Re-silencing correlated with DNA remethylation of tandem repeats located 
in the promoter regions of both genes (Figure S12).  
Similar to what we had observed for IBM1 and ROS1, expression of most met1-
downregulated genes was not restored to MET1+-levels in F1 epihybrids (Figure 6B). Thus, 
similar to transcriptional activation, met1-induced transcriptional repression can be inherited. 
Transcriptional down-regulation in met1 was not associated with hypermethylation and the F1 
methylation pattern at these genes was similar to the expected rF1, independent of their F1 
expression level (Figure S11B). This indicates that transcriptional changes at these genes in 
epihybrids mostly result from indirect effects rather than alterations of their DNA methylation 
patterns. 
Transcriptional mis-regulation is not inherited in epihybrids at about 40% of the genes 
derepressed in met1. At these genes, re-establishment of WT transcription is independent of 
remethylation, indicating that the mechanism preventing formation of stable epialleles at these 
genes does not rely on DNA methylation. For the other met1 activated genes and for most 
met1 repressed genes, the mutant transcriptional state is stably inherited or exacerbated in F1 
epihybrids. Reexamining published data (Zilberman et al. 2008), we found that only genes 
that were upregulated in met1 but express in F1 at an intermediate or met1-like level were 
enriched in H2A.Z in met1 (Figure S13), even though all genes equally lost CG methylation 
in met1 (Figure S11). This suggests that H2A.Z enrichment caused by CG methylation 
depletion (Zilberman et al. 2008, Coleman-Derr et al. 2012a) possibly plays a role in 
stabilizing transcriptional derepression upon restoration of MET1 function in epihybrid 
plants. Additionally, as H2A.Z enrichment correlates with gene responsiveness (Coleman-
Derr et al. 2012a), these transcriptionally activated epialleles may acquire new sensitivity to 








































Further release of TE silencing in F1 epihybrids    
In sharp contrast with genes, very few TEs derepressed in met1 were resilenced in epihybrids; 
out of the 1,921 TEs activated in met1, only 55 showed resilencing (Figure 6B). 
Unexpectedly, more than half of met1-activated TEs accumulated to met1-like or even higher 
levela in epihybrids, while only a third was expressed at MPV, reflecting stable inheritance of 
their altered transcriptional state in F1 (Figure 6B). For instance, Hi and CAC1, which were 
hypomethylated at the MET1+-derived copies in F1 plants (Figure 5C and S8A), were 
expressed at met1-like levels in epihybrids (Figure S14A), suggesting release of silencing at 
the corresponding MET1+-derived alleles in the F1. 
Overall, TEs hyperactivated in epihybrids were enriched for LTR retroelements, in 
particular pericentromeric LTR/Gyspy ATHILA retroelements (Figure S14B), which showed 
CHH hypomethylation in their body and strong transgressive CHG hypomethylation (Figure 
6C,D). Transcript accumulation in epihybrids was especially strong for the 3’ half of 
LTR/Gypsy elements (Figure S14C), a region known as Transcriptionally Silent Information 
(TSI) at some ATHILA elements (Steimer et al. 2000), which also displayed preferential 
transgressive CHG hypomethylation in F1 (Figure 5F). Besides LTR/Gypsy retroelements, 
several LTR/Copia retrotransposons, including ATCOPIA48 (AT1TE66380), were 
transgressively upregulated in F1 plants (Figure 6E and S14B). ATCOPIA48 LTRs are rich in 
CG and CHG sites (11 and 17 sites, respectively), which are methylated at average levels of 
82% and 46% in MET1+ (Figure 6F). ATCOPIA48 was expressed at a very low level in met1 
despite loss of CG methylation, indicating that release of silencing in F1 epihybrids likely 
reflects alteration in an additional repressive mark. CHG methylation was reduced at the 
ATCOPIA48 5’ LTR in F1 epihybrids (Figure 6F). Using published data (Stroud et al. 2012), 
we found that ATCOPIA48 is strongly activated in cmt3 and suvh4/5/6 mutants (Figure 6E), 
revealing that its silencing depends on CHG methylation. Therefore, derepression of 
ATCOPIA48 in F1 epihybrids likely results from the transgressive CHG hypomethylation. 
Collectively, our results show that silencing is further released at numerous TEs in 
epihybrid plants in association with transgressive CHG hypomethylation.  
 
 
Immediate resilencing at TEs in F1 epihybrids 
The few TEs with MET1+-like expression in epihybrids were enriched for DMRs CG-
hypermethylated in relative to the rF1 (Figure 6D), suggesting that resilencing at these 









































Silencing of the EVD and Complice retroelements, which are expressed and mobilized in 
met1, was efficiently reestablished in F1 epihybrids (Figure 6G and S8C). EVD 5’ LTR, 
which is almost exclusively methylated at CG sites (Mirouze et al. 2009), was not 
remethylated in F1 plants (Figure 6H). Complice LTRs, which lack CG and CHG sites, have 
around 25% CHH methylation in MET1+, which is nearly lost in met1 mutants. Similar to 
EVD, Complice 5’ LTRs were not remethylated in either reciprocal epihybrids (Figure 6H). 
Thus, although the molecular mechanism remains to be determined, these results reveal that 
resilencing of active autonomous TEs originally repressed by DNA methylation, and of their 
neo-copies, can occur rapidly and independently of DNA remethylation. 
 
DNA methylation changes in F1 are associated with concurrent changes in 24-nt sRNA 
accumulation 
In plants, small RNAs are involved in the establishment of DNA methylation and part of its 
maintenance in asymmetric context. We deep-sequenced small RNAs from both parents and 
F1 epihybrids from mature leaves, the same tissue used to profile both mRNA accumulation 
and DNA methylation, and reconstructed an rF1 sample from the union of the parental 
datasets. We defined regions of differential 24-nt sRNA accumulation between parents and 
followed their inheritance by comparing epihybrids with rF1. In met1, we identified about 
twice as many regions of 24-nt sRNA over-accumulation (13,871) than regions of decreased 
24-nt sRNA abundance (6,582) (Figure S15A). However, loss of 24-nt sRNA showed much 
higher amplitude than the increase (99 vs. 13 fold, respectively), accounting for the global 
reduction in 24-nt sRNAs in met1 (Figure S15B). Although parental 24-nt sRNAs levels were 
overall inherited in F1 epihybrids, they were further reduced or increased at a subset of 
regions enriched in MuDR and LTR/Gypsy TEs, respectively (Figure S15A and C).  
We next determined whether DNA methylation changes in epihybrids correlated with 
local variation in 24-nt sRNA accumulation (Figure S16A, B). F1 CG hypermethylation-
DMRs had reduced 24-nt sRNA levels in met1, but were close to MET1+ or even higher in the 
F1. This indicates that CG remethylation in epihybrids likely correlates with 24-nt sRNA 
production, which requires CG methylation at these loci. F1 non-CG hypermethylation-
DMRs, which mostly overlap ends of LTR/Gypsy TEs, showed high transgressive 24-nt 
sRNA production in F1 epihybrids (Figure S16A, C). Conversely, F1 hypomethylated-DMRs, 
accumulated low amounts of 24-nt sRNAs in met1 as well as in epihybrids, suggesting that 
24-nt sRNA production is impaired also at the corresponding MET1+-derived alleles in F1 
epihybrids (Figure S17B). For instance, VANDAL elements hypomethylated in epihybrids 
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Figure 7. 21-nt sRNA accumulation, mRNA and DNA methylation levels at ATHILA6A and 
ATENSPM5 elements. (A) Accumulation of 21-nt sRNAs along ATHILA6A and ATENSPM5 
elements in parent (top) and F1 epihybrids (bottom). The two open reading frames in both 
TEs are depicted as yellow arrows. (B) Box plots of mRNA accumulation at ATHILA6A (left) 
and the two ATENSPM5 ORFs (right) in indicated genotypes. (C) Average distribution of CG, 
CHG and CHH methylation in indicated genotypes over ATHILA6A and ATENSPM5 
elements producing 21-nt sRNAs in met1. 
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Together, these data show that DNA methylation changes at TEs in F1 epihybrids are largely 
associated with changes in 24-nt local sRNA accumulation.  
In contrast, CHG hypermethylation at genes in epihybrids, including IBM1-targets 
such as BNS and AT3G20790, was not associated with accumulation of sRNAs in either 
parent plant or in epihybrids (Figure S17). This suggests that hypermethylation at these genes 
in epihybrids is caused by impaired IBM1 activity and/or H3K9me2 enrichment rather than 
by a sRNA-mediated process, although sRNAs might be transitorily produced and required to 
target DNA methylation during an earlier developmental window. Similarly, ddm1-induced 
BNS DNA hypermethylation depends on H3K9me2 and not on sRNAs (Sasaki et al. 2012). 
 
Differential inheritance of met1-induced easiRNA production in F1 epihybrids 
When transcriptionally activated, a number of TEs generate 21-nt sRNAs called easiRNAs, 
for epigenetically activated small RNAs (Lister et al. 2008, Tanurdzic et al. 2008, Slotkin et 
al. 2009, Creasey et al. 2014). met1 leaves, similar to flower buds (Lister et al. 2008), were 
characterized by a global over-accumulation of 21-nt siRNAs matching TEs, suggesting that 
production of easiRNAs also takes place in the met1 sporophyte (Figure S15B, S18A). 
Regions of increased abundance of 21-nt sRNA in met1 leaves occurred mostly at TEs 
belonging to the LTR/Gypsy and En-Spm superfamilies (Figure S19B). Few regions of 
differential 21-nt sRNA accumulation were identified in epihybrids compared with rF1 
(Figure S18A), suggesting that easiRNA production from met1-derived TE alleles is generally 
inherited in F1 plants. However, out of the 42 En-Spm elements producing easiRNA in met1, 
32 consistently showed reduced easiRNA accumulation in reciprocal epihybrids (half of these 
were ATENSPM5 elements) and a small subset of 14 ATHILA TEs showed further increased 
accumulation of 21 sRNAs in epihybrids (Figure S18A and B).  
Similar to previous results from ddm1 inflorescences (Nuthikattu et al. 2013), the 
ATHILA6A and ATHILA2 LTR-retrotransposon families contributed the highest amount of 
easiRNAs in met1 leaves, while ATENSPM5 represented the first contributing DNA 
transposon family (Figure S18C). Accumulation of easiRNAs was biased towards the 3’ TSI 
part of ATHILA6A elements, and towards the transposase-encoding ORF1 of ATENSPM5 
elements (Figure 7A). Production of easiRNAs from these TEs was, however, radically 
different in F1 epihybrids. While the overall F1 level of ATHILA6A easiRNAs was similar to 
rF1, ATENSPM5 elements accumulated virtually no easiRNAs in epihybrids (Figure 7A). The 
loss of easiRNA was associated with transcriptional re-silencing of the ATENSPM5 ORF1 in 
F1 epihybrids, while the second ORF that produced no or very few easiRNA in met1, 








































At ATHILA6A elements, the 3’ TSI region was strongly derepressed in met1 and remained 
transcribed at a mid-parent level in epihybrids (Figure 7B). This shows that the accumulation 
of easiRNAs from ATHILA6A and ATENSPM5 in parent plants and F1 epihybrids parallels 
the transcriptional activity of their cognate genomic regions. EasiRNAs have previously been 
implicated in re-establishment of silencing at TEs following ddm1-induced transcriptional 
activation and restoration of functional DDM1 protein by outcrossing (Nuthikattu et al. 2013). 
Our results indicate that the capacity to function in corrective reestablishment of silencing is 
not a general feature of all 21-nt easiRNAs.  
Re-silencing of ATENSPM5 ORF1 in F1 epihybrids correlated with DNA 
hypermethylation at all cytosine contexts and increased 24-nt sRNA accumulation (Figure 7C 
and S18D). ATHILA6A elements, which also accumulated high levels of 24-nt sRNA in met1 
and F1 epihybrids, were rather hypomethylated at CHG sites in epihybrids (Figure 7C and 
S18D). Together, our results show that easiRNA and/or 24-nt sRNAs produced from different 
TEs activated in met1 have distinct consequences on DNA methylation and associated 
silencing in F1 epihybrids. Interestingly, ATHILA elements, which are not resilenced in F1, 
are non-autonomous retrotransposons, whereas most easiRNA-producing ATENSPM5 
elements are long intact DNA TEs.  
 
Discussion 
We have shown that confronting the highly divergent epigenomes of met1 and Col-0 MET1+ 
plants, which contain nearly identical genomes, leads to an epigenomic shock characterized 
by immediate deviation from the expected union of parental methylomes and transcriptomes. 
Our data show that most of the deviation from mid-parental expectations in F1 epihybrids 
takes place independently of parental cross orientation, and is therefore independent of 
differential MET1+ and met1 gametophyte contribution. This epigenomic shock results in the 
creation of novel non-parental gene epialleles with modified patterns of non-CG methylation 
and transcription. Notably, we show that a novel non-parental IBM1 hypomethylated epiallele 
with very low transcriptional activity is formed in epihybrids and inherited in subsequent 
generations. Because IBM1 protects several thousand genes from H3K9me2 and associated 
CHG methylation, inheritance of the novel IBM1 epiallele likely contributes to the appearance 
of non-parental methylation patterns that have been observed in met1-epiRIL lines, the WT 
progeny of self-pollinated F1 epihybrids (Reinders et al. 2009b).  
Most of the changes in DNA methylation occur at TEs in F1 epihybrids. Noticeably, 
many pericentromeric elements, among which many Helitrons (Figure S6A), exhibit 








































At these TEs, CG methylation tightly depends on small RNAs as these loci retain a significant 
level of CG methylation associated with high amounts of 24-nt sRNAs in the null met1-3 
mutant. However, not all sequences associated with high production of 24 sRNAs in either 
parent show immediate CG remethylation in epihybrids, suggesting that remethylated loci 
exhibit specific DNA sequence and/or chromatin features. Our results suggest that CG 
remethylation in F1 epihybrids is likely independent of the canonical DRM2 de novo 
methylation activity, and we propose that it occurs via sRNA-directed MET1 de novo activity 
(Aufsatz et al. 2004b), which is restored in F1 epihybrids. This activity may be attracted by 
remaining CG methylation at met1-derived alleles and/or by specific sequence or chromatin 
features. In any respect, immediate CG remethylation in epihybrids prevents establishment of 
stable hypomethylated epialleles at these loci. Previous analyses of met1-derived epiRILs in 
the F9 generation using the methylation sensitive HpaII restriction enzyme have suggested 
active remethylation of centromeric DNA at CG and/or CHG sites (Reinders et al. 2009b). 
Our results support this conclusion and further reveal that pericentromeric regions are 
efficiently targeted for rapid CG remethylation as early as in the F1 generation when MET1 
activity is restored. In contrast, DNA remethylation was not detected in the F1 progeny of 
ddm1 x Col-0 crosses, but appeared only progressively at TEs located throughout the genome 
in advanced generations of ddm1-epiRILs (Teixeira et al. 2009). This highlights that 
remethylation occurring upon outcrossing met1 or ddm1 mutations involves at least partly 
distinct molecular processes. Interestingly, our results show that parental CG methylation 
patterns within gene bodies are overall faithfully inherited in epihybrids (Figure S3B). This 
suggests the absence of corrective mechanism and/or signal allowing reestablishment of gene-
body CG methylation once it has been lost. Alternatively, gene-body remethylation may 
require multiple generations to proceed following restoration of the WT methylation 
machinery. Determining genome-wide DNA methylation patterns of late generation met1-
epiRILs should allow discriminating between these alternatives. 
Despite DNA remethylation of heterochromatin, only few met1-activated TEs are 
resilenced in F1 epihybrids. Moreover, we found that two LTR retrotransposons actively 
transposing in the met1 parent, namely EVD and Complice, are transcriptionally resilenced in 
leaves of F1 epihybrid plants independently of DNA remethylation, revealing the 
establishment of novel silencing states in F1 epihybrids. Whether EVD and Complice both 
acquire similar silencing states, as well as the underlying molecular determinants of these 
states, remains to be determined. Whatever molecular mechanism involves, restoration of 









































generation met1 epiRILs (Mirouze et al. 2009), and suggests that the novel, DNA 
methylation-independent, silencing state established at EVD in epihybrids can be easily 
reversed. 
Numerous TEs display DNA hypomethylation associated with enhanced release of 
silencing or de novo transcriptional activation in F1 epihybrids. At some TEs, including 
elements of the VANDAL and CACTA superfamilies, hypomethylation likely occurs through 
trans-demethylation of MET1+-derived TE alleles mediated by transposon-encoded factors 
produced by the transcriptionally active met1-inherited TE epialleles. We also detected 
transgressive CHG hypomethylation in epihybrids at numerous TEs, among which a high 
number of long LTR/Gypsy ATHILA elements, which are highly CHG methylated in both 
MET1+ and met1 parents. It was previously shown that, only when transcriptionally activated, 
TEs can be targeted by IBM1 for H3K9me2 demethylation, resulting in CHG 
hypomethylation and further transcriptional activation (Inagaki et al. 2010b). Accordingly, we 
previously showed that forcing IBM1 production in met1 leads to transcriptional over-
activation of some TEs (Rigal et al. 2012). We propose that TEs with transgressive CHG 
hypomethylation are targeted by IBM1 in epihybrids. Because IBM1 transcription is defective 
in met1 (Rigal et al. 2012), these TEs retain H3K9me2 and CHG methylation in the mutant 
parent despite transcriptional reactivation. In F1 epihybrids, met1-derived transcriptionally 
active TEs may preferentially recruit the limited amount of functional IBM1 produced, 
resulting in H3K9me2 and CHG demethylation and to further transcriptional derepression. 
Supporting this view, TEs transcribed at met1-like or higher levels in epihybrids, which are 
overrepresented for ATHILA elements, contain a higher number of CHG sites per length of 
annotation compared to all TEs (Figure S14D), a feature that correlates with sensitivity to 
ibm1 mutations (Inagaki et al. 2010b). Internal sequences of long TEs also show CHH 
hypomethylation in epihybrids, which may originate from reduced CMT2 transcription in 
these plants. Further, because CMT2 mediates CHH methylation through binding to 
H3K9me2 (Stroud et al. 2014), CMT2 recruitment at long TEs may be impaired due to 
decreased H3K9me2/CHG methylation in epihybrids. Because CHH methylation is strongly 
required for H3K9me2 at CMT2-target sites (Stroud et al. 2014), defective CMT2 recruitment 
may also contribute to the transgressive reduction in CHG methylation at long TEs in 
epihybrids. Our data support a scenario in which transgressive CHG hypomethylation and 
transcriptional upregulation of ATHILA in epihybrids occur at met1-derived, transcriptionally 
active, TE copies. Interestingly, a previous study reported transcriptional activation of 
ATHILA in F1 hybrids of the interspecies cross between Arabidopsis thaliana and 








































Supporting our hypothesis, ATHILA elements showed basal transcription in A. arenosa but 
not in A. thaliana, and upregulation in F1 hybrids specifically affected ATHILA elements 
contributed by the A. arenosa parent (Josefsson et al. 2006a). Although ATHILA complements 
of A. thaliana and A. arenosa genetically differ in terms of DNA sequence and copy number 
(Josefsson et al. 2006a), it would be interesting to determine whether upregulation of A. 
arenosa ATHILA TEs is associated with non-CG hypomethylation in F1 hybrids.  
Previous analyses of F1 hybrids from intraspecies crosses between C24 and Ler 
Arabidopsis thaliana accessions have revealed non-additive DNA methylation inheritance at 
numerous loci and a global decrease in 24-nt sRNA accumulation (Groszmann et al. 2011a, 
Greaves et al. 2012a). However, in this case, most of the differences between hybrids and 
parents occurred at genic and gene-proximal regions, in sharp contrast with the situation in F1 
epihybrids, in which the majority of methylation alterations occurs at TEs. Additionally, no 
transgressive DNA methylation patterns were detected in C24xLer hybrids. This suggests that 
the epigenomic shock may only be triggered when parent plants show marked differences in 
DNA methylation level, notably at TEs. This is likely not the case between C24 and Ler as 
previous studies have pointed out that transposon sequences are almost invariably methylated 
in wild Arabidopsis accessions (Vaughn et al. 2007b, Schmitz et al. 2013). 
Various stresses or environmental conditions can modulate patterns of methylation 
and/or activate TE transcription (Tittel-Elmer et al. 2010, Dowen et al. 2012a). Further, 
mutations altering the function of DNA methylation regulators may spontaneously arise in 
natural populations, generating individuals with globally hypomethylated genomes and 
activated TEs. Although Arabidopsis thaliana is a mainly self-fertilizing species, its effective 
outcrossing rate varies considerably between different stands and has been reported to reach 
more than 14% (Bomblies et al. 2010a). Thus, it is plausible that epigenomic shocks, though 
perhaps less drastic than the one we report here, may occur in the wild and contribute to 
generate novel heritable epigenetic diversity and associated regulatory patterns. Given the 
impact of such shocks on TEs, this may also have important implications for genomic TE 















































Materials and Methods 
 
Plant material 
Isolation of the met1-3 mutant has been described previously (Saze et al. 2003). The original 
met1-3 heterozygote was backcrossed twice in the heterozygous state. First generation met1-3 
mutant lines were selected from self-pollinated progeny of the heterozygote, and second-
generation met1-3 mutants obtained from self-pollination of first generation met1-3 mutants 




Libraries for RNA sequencing were prepared from 2 µg of total RNA from leaf tissues using 
the TruSeq RNA sample prep kit from Illumina according to the manufacturer’s protocol. 
RNA libraries were sequenced on an Illumina HiSeq2000 instrument with 2 x 101 bp paired-
end reads. Samples were randomly combined into pools of 6 per lane. For image analysis and 
base calling, we used the Illumina OLB software version 1.8. Reads were quality-trimmed 
and quality-filtered with the SHORE pipeline v0.9.0 (Ossowski et al. 2008). Adapter 
sequences were trimmed using trimReads (https://github.com/tanghaibao/trimReads). We 
identified pairs having dovetail overlaps with sortPairedReads, using the default settings 
(https://github.com/tanghaibao/trimReads). We used FLASH with default settings to merge 
the overlapping reads into extended single reads (Magoc et al. 2011). Reads were mapped 
following two independent strategies. For one, reads were mapped to the TAIR9 version of 
the A. thaliana genome (http://www.arabidopsis.org) using Tophat v2.0.8 with Bowtie v2.1.0 
(Langmead et al. 2012, Kim et al. 2013). We retained only uniquely mapping reads. The read-
realign-edit-dist, micro-exon-search, coverage-search and no-mixed (for paired-read 
mapping) modes were enabled. Paired reads were mapped first; identified junctions were then 
fed into the single read mapping. In the second approach, reads were mapped using bwa 
v0.6.0 (Li et al. 2009) against the TAIR10 version of the A. thaliana gene and transposon 
annotation (http://www.arabidopsis.org). Only uniquely mapping reads were retained; in the 
case of paired reads, only concordant pairs were considered. 
 
Gene expression analysis 
We applied two independent strategies. In a first approach, we used Cufflinks version 2.0.2 








































We ran a Reference Annotation Based Transcript assembly (RABT) using the TAIR10 gene 
and transposon annotations. Ribosomal RNA genes, plastidic and mitochondrial sequences 
were masked from the all analyses. Fragment-bias-correction, multi-read correction, total-
hits-normalization and upper-quartile-normalization modes were enabled. Maximum intron 
length was set to 20,000 bp. Transcripts from each sample were merged using Cuffmerge 
v2.0.2, with RABT enabled. For detection of differential gene expression we ran Cuffdiff 
v2.0.2 on the merged transcripts (FDR < 0.05). The fragment-bias-correction, multi-read-
correction and upper-quartile-normalization modes were enabled. 
In the second approach reads or read pairs mapping to genes and transposable elements 
according to the TAIR10 annotation were counted using a custom perl script. Gene 
expression was quantified using the DESeq package (Anders and Huber, Genome Biol. 2010). 
Differentially expressed genes were identified by a combination of per-gene variance (P<0.05 
after Benjamini-Hochberg correction) and common variance (>2x fold change). 
 
Whole-genome bisulfite sequencing 
Five µg genomic DNA from leaf tissues was used to generate BS-seq directional libraries 
using the MethylC-Seq protocol (Lister et al. 2008). The bisulfite treatment was performed 
using ZYMO EZ DNA Methylation Gold kit. Libraries were sequenced by the BGI on a 
HiSeq 2000, producing 90-mer paired reads. Identical pairs were collapsed and unpaired reads 
were removed. Libraries were mapped to the TAIR10 genome using the BS_seeker2 pipeline 
(Guo et al. 2013), with the Bowtie2 aligner (Langmead et al. 2012) in local alignment mode, 
allowing 4 mismatches and a maximum insert size of 450 bp. BS_seeker2 output was filtered 
to conserve only cytosines with a minimum coverage of 6 reads. 
 
Identification of DMRs 
DMRs were determined as previously described (Stroud et al. 2013), using the following 
threshold: 0.3, 0.2, 0.16 for CG, CHG, CHH in the met1/Col, ibm1/WT and rdd/WT 
comparisons; 0.15, 0.1, 0.08 for CG, CHG , CHH in the epihybrids / rF1 comparisons.  
 
Metagene plots of DNA Methylation  
We used a custom perl script to compute the average methylation pattern of a set of loci. For 
each locus, the script creates 50 bins: 20 bins of 100 bp each for the 2kb upstream and 2kb 
downstream of the locus, and ten bins of equal length corresponding to the locus accession. 
The methylation level of each bin of a given locus was computed. The average methylation 








































Small RNA sequencing 
Libraries for small RNA sequencing were prepared from 3 µg of the same total RNA samples 
used for RNA sequencing. Sequencing libraries were produced and sequenced by Fasteris on 
an Illumina HiSeq 2500. Reads were mapped to the Arabidopsis TAIR10 genome using 
TopHat allowing no mismatches. The number of 21-nt and 24-nt uniquely mapped reads 
corresponding to each non-overlapping 100-bp genomic windows was calculated and 
expressed as normalized RP10M values (reads per 10 millions of total 18-26-nt reads of the 
whole library). 
 
Region of differential small RNA accumulation 
To determine regions of differential small RNA (21- or 24-nt) accumulation between 2 
samples, we applied a Fisher’s Exact Test to the normalized RP10M values of each 100-bp 
genome windows containing at least 4 mapped reads in one of the 2 samples. Windows with a 
Benjamini-Hochberg corrected p-value lower than 0.01 and an absolute fold-change greater 
than 4 (Col versus met1) or 2 (F1 epihybrids versus rF1) were deemed as region of 
differential small RNA accumulation. 
 
RT-PCR assays 
Semi-quantitative RT-PCR reactions were performed from total leaf RNA using the OneStep 
RT-PCR kit (Qiagen) as described previously (Rigal et al. 2012). A derived-CAPS (dCAPS) 
assay was used to distinguish allele-specific IBM1-L transcript accumulation in Ler-0 x met1-
3 hybrids (Rigal et al. 2012). Quantitative RT-PCR reactions were performed from total leaf 
RNA using SensiFASTTM SYBR No-ROX One-Step Kit (Bioline) in an Eco Real-time PCR 
system (illumina).   
 
Locus-specific DNA methylation analyses 
Bisulfite conversion and sequencing of cloned PCR products were performed as described 
previously (Rigal et al. 2012). To study IBM1 intron methylation, before PCR amplification, 
genomic DNA was first digested overnight with 5 units of DraI followed by a 3-hour AluI 
digestion with 20 units of enzyme and final heat inactivation. McrBC measurement of DNA 
methylation was performed starting from 250 ng of genomic DNA as described in (Teixeira et 
al. 2009). PCR amplification of digested templates were performed using the GoTaq 
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Figure S1. CHG hypomethylation at IBM1 in F1 plants and in self-pollinated progenies. 
(A) CHG methylation level at the large IBM1 intron in the indicated genotypes. (B) DNA 
methylation analysis at the large IBM1 intron using AluI digestion (inhibited by CHG 
methylation) followed by PCR. For each genotype, PCR amplification was performed on 
digested (+) and undigested DNA (-). A region deprived of AluI site was amplified as a 









































     
   
    Gh
 
    A   
 

























          
     
 
      
 s2  m%
    A







































































      
 	





      
 
     
     
  	       t PHGe ( 2t Phx2aGm x2   am28Gm as am%( H( m%( m2 Gn o  l   xm%     	 
     asdhna2(  s( 0d( m) ami  xmxhPsas Gn    am28Gm	           t PHGe ( 2t Phx2aGm G) ) d8s
( x8hP %d8ami     %( 7( hGHe ( m2 xm% ) Gdh%  (  %( 2( ) 2( % am    ( Hat P 8a%s ( e  8PGs x2  
%xPs xn2( 8 HGhhamx2aGm    C 	      1 (  t PHG2t ( sa#( % 2t x2     e ( 2t Phx2aGm hGss ) Gdh%
 (  %d(  2G sH( ) ana)      %( e ( 2t Phx2aGm am    ( Hat P 8a%s	   n 2t (  nGd8  8x a%GHsas    
%( e ( 2t Phxs( s a%( m2ana( %      xm% o  l   x8(  2t (  e Gs2 ( AH8( ss( %	   ( ) xds(     
x) 2a7a2P as 8( s28a) 2( % 2G 2t (  ( m%GsH( 8e   D(  2( s2( % 2t (  HGssa h(  am7Gh7( e ( m2 Gn o  l   am
    %( e ( 2t Phx2aGm	  1 (  ) 8Gss( %    xm%    t Ge G#Pi Gds e d2xm2s xm% s( h( ) 2( %
x   
            am%a7a%dxh Hhxm2              ) x88Pami      e ( 2t Phx2( %
    xhh( h( s	  Ft as Hhxm2 Dxs 2t ( m  x) y) 8Gss( % 2G    2G H8G%d) (    
     
  
        xm%   
            e 
   8     H8Gi ( ma( s	  asdhna2( s( 0d( m) ami  xmxhPsas
Gn      am%a7a%dxhs st GD( % 2t x2          t PHGe ( 2t Phx2aGm s2ahh G) ) d88( % x2 2t (    
xhh( h(  %( 8a7( % n8Ge  2t (     e d2xm2 Hx8( m2 am 2t (     t Ge G#Pi Gds    H8Gi ( ma( s 
am%a) x2ami  2t x2 t PHGe ( 2t Phx2aGm as am%( H( m%( m2 Gn o  l   x) 2a7a2P	   m    Hhxm2s    
xhh( h(  G8ai am Dxs xssai m( % 2G 2t (     Hx8( m2 Dt ( m ) hGm( s D( 8(  %( Hh( 2( % Gn   
e ( 2t Phx2aGm  8( % 	            e ( 2t Phx2aGm xm%     e (   x8(  2ai t 2hP am2( 8%( H( m%( m2
e x8ys sG 2t x2      e ( %ax2( %     e (   8( e G7xh e xP h( x% 2G     t PHGe ( 2t Phx2aGm	 
1 (  xss( ss( % an      as am7Gh7( % am     t PHGe ( 2t Phx2aGm x2 2t (     hx8i (  am28Gm  P
) 8Gssami     xm%    e d2xm2s	  o F C o  xmxhPsas st GD( % 2t x2 2t (  8( sdh2ami    
H8Gi ( ma( s %asHhxP 7( 8P hGD    e o    x) ) de dhx2aGm    	   asdhna2(  s( 0d( m) ami 
xmxhPsas 8( 7( xh( % 2t x2 2t (     %( 8a7( %    xhh( h(  st GDs     t PHGe ( 2t Phx2aGm am
    A       Hhxm2s    	   m 2t (  G2t ( 8 t xm%  nG8) ami     28xms) 8aH2aGm am 2t (     
e d2xm2  x) yi 8Gdm% dsami  x     
       )     28xmsi ( m(   o ai xh ( 2 xh	         %a%
mG2 am%d) (      t PHGe ( 2t Phx2aGm Gn 2t (     hx8i ( am28Gm am 2DG sd) ) ( ssa7(  Hhxm2
i ( m( 8x2aGms    	   h2Gi ( 2t ( 8  2t ( s(  8( sdh2s sdi i ( s2 2t x2      x) 2a7a2P as mG2 am7Gh7( % am
































































































































-2kb +2kb 5’ 3’ -2kb +2kb 5’ 3’ -2kb +2kb 5’ 3’
-2kb +2kb TSS TTS -2kb +2kb TSS TTS -2kb +2kb TSS TTS
A
Col met1 rF1 Cxm mxC































































Figure S3. DNA methylation changes in epihybrids. 
(A) Average distribution of CG, CHG and CHH methylation along all TEs (over 1kb), and 
along all genes (B) in indicated genotypes. (C) Number of F1 DMRs of the indicated type 
defined in each epihybrid relative to rF1 and common to both epihybrids. F1 DMRs 
overlapping with TEs, intergenic regions (IGR) and genes are represented in red, green and 
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Figure S8. Hi hypomethylation and copy number of Hi, EVD and Complice
(A) Genome-browser view of DNA methylation at the Hi element. (B) Hi copy number in the 
indicated genotypes as determined by quantitative PCR. (C) Ratio of methyl-C DNA 
























































































































   
 t Ri   1ayhM
 t Ri   1ayhM
 t Ri  
 1ayhM
    sHvRDyh
     UpMU
     ypvt
    
      

     a

     yey
     l  
     t DvhsD
     t Dr vhesD
       
     h  pG
  
FhChymh
 H   M
 Dt hMeDsMMv0s


































































































   

   
   
   
  
	       
    Dt hMeDsMMv0s     i UpyGsRi UHt Rvyh vh spvi Ur DvnM 
     st R Gt p yg     GsRi UHt Rvyh Hs0sH mvRi vh RDt hMeDsMMv0s  
      i UpyGsRi UHt Rvyh    M 
     vMRDvr l Rvyh yg    gt GvHvsM y0sDHt ppvhe mvRi  RDt hMeDsMMv0s  
      i UpyGsRi UHt Rvyh
   M   vMRDvr l Rvyh yg    gt GvHvsM yg t H  Dt r vnypMvM   M vM Mi ymh gyD ayGpt DvMyh pl DpyMs 
     yx pHyR yg    HsheRi  ayGpt Dvhe t H  Dt r vnypMvM   M t hn   M y0sDHt ppvhe mvRi 
RDt hMeDsMMv0s     i UpyGsRi UHt Rvyh    M       0sDt es     GsRi UHt Rvyh t Hyhe   M
y0sDHt ppvhe mvRi  RDt hMeDsMMv0s     i UpyGsRi UHt Rvyh    M       s0sH yg   G   























































  9Ur 7l 5U 
    
    
  	  
 d3 t 9Ur 7l 5U 





 9d5Ugt   d gt r  r Ut U2
 2U7 dr Ut U2
d5eU9    2















 ll r Ut U2  ll   2
 dl    9  D D



























 dlD    6U9272  dl









   D dl 6U9272  dl











 e9  
       
     
  	        2U1  t  lo2g2 dp r ld  l 59 t 2 9g 5gdt   e t r U2 gt        U geo 9g 2  l t 52 
     e9da d2da  l 6gU3  dp 5eU  6U9 r U ldr   dp gt  g  5U  9 5gd gt      u  5glU2  ldt r 
 e9da d2da U 
        dD  ld52 dp        7a 7l 5gdt  lU6Ul2 dp  ll r Ut U2  t    ll   2 gt 























































































































-2kb +2kb gene -2kb +2kb gene gene
0
3
-2kb +2kb gene -2kb +2kb gene -2kb +2kb gene
0
20
-2kb +2kb gene -2kb +2kb gene-2kb +2kb gene
Intermediate level met1 levelWT level
Downregulated in met1
A B
Figure S11. Average DNA methylation profiles of met1-misregulated genes grouped 
according to their transcriptional level in F1 epihybrids. 
(A) Average distribution of CG, CHG and CHH methylation along all genes up-regulated in 
met1. (B) Average distribution of CG, CHG and CHH methylation along all genes down-
regulated in met1. WT level, Intermediate level and met1 level refers to the transcription level 
























































































































Figure S12. Genome-browser view of DNA methylation and mRNA levels at the SDC and KELP loci. 
Genome-browser view of DNA methylation and mRNA levels at the SDC and KELP loci. The 
F1 remethylated repeats in the promoters of SDC and KELP are framed with a dashed box. 










































































































Figure S13. Genes activated in met1 and transcribed in F1 are enriched in H2A.Z in met1  
Box plot of H2A.Z enrichment over genes up- and down-regulated in met1 grouped 
according to their transcriptional level in F1 epihybrids. H2A.Z enrichment values in the WT 
and in met1-6 were extracted from public data (Zilberman et al, 2008). (Inter., Intermediate). 
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Figure S16. Correlation between 24-nt sRNA accumulation and DNA methylation. 
(A) Box plot of 24-nt sRNA accumulation at F1 hypermethylation DMRs. (B) Box plot of 24-nt 
sRNA accumulation at F1 hypomethylation DMRs. (C) Average distribution of 24-nt sRNA 
reads in indicated genotypes along LTR/gypsy elements overlapping with F1 CHH 
hypermethylation DMRs. (D) Average distribution of 24-nt sRNA reads in indicated 

























































































Figure S17. BNS and AT3G20790 CHG hypermethylation in epihybrids is not associated 
with accumulation of 24- or 21-nt sRNAs. 
Genome-browser view of 24-nt sRNA and CHG methylation levels in indicated genotypes at 
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IV. Discussion générale 
La méthylation CG a un rôle fondamental dans le silencing des éléments transposables 
mais est également retrouvée au niveau de très nombreux gènes et participerait à maintenir 
l’expression correcte de ces gènes. Dans le mutant met1, en sus de la dérépression de 
transposons, la perte de méthylation CG est associée à l’apparition ectopique de méthylation 
non-CG sur de nombreux loci (Zhang et al. 2006, Mathieu et al. 2007, Cokus et al. 2008, 
Lister et al. 2008). La réduction de l’expression des déméthylases ADN, dont ROS1, ainsi 
qu’un ciblage incorrect de la voie RdDM contribuent à cette méthylation ectopique (Mathieu 
et al. 2007). Cependant, ces deux observations n’expliquent pas l’hyperméthylation du corps 
de nombreux gènes en contexte CHG des cytosines. Parallèlement, dans le mutant met1, la 
marque histone répressive H3K9me2, largement associée à la méthylation CHG, est 
relocalisée, depuis l’hétérochromatine vers l’euchromatine riche en gènes (Tariq et al. 2003).  
Une piste quant à l’origine de cette énigmatique hyperméthylation CHG génique nous a été 
fournie par l’équipe du Pr Kakutani ayant identifié et caractérisé le mutant ibm1 (Miura et al. 
2009, Inagaki et al. 2010a). Dans ce mutant, la perte de fonction de la déméthylase histone 
H3K9me2 IBM1 engendre, comme dans met1, une apparition d’H3K9me2, liée à de la 
méthylation CHG, dans le corps de nombreux gènes. Ces données nous ont incité à analyser 
la transcription du gène IBM1 dans le mutant met1. Ce gène présente un intron de longueur 
atypique (>2kb) qui contient une région fortement méthylée, non seulement sur les positions 
CG comme la plupart des gènes, mais également en contexte CHG. IBM1 produit deux 
transcrits : une forme longue IBM1-L, comportant le domaine JmJc impliqué dans l’activité 
histone déméthylase, ainsi qu’une forme courte, s’arrêtant au début du grand intron. Nous 
avons démontré que la méthylation CG et CHG dans le grand intron est nécessaire à la 
transcription correcte de la forme longue. De plus, l’introduction de la construction 
pIBM1 ::IBM1-L dans le mutant met1 a permis de restaurer les profils de méthylation 
sauvages au niveau des gènes cibles d’IBM1 étudiés. Certains de ces gènes, dont la 
transcription était altérée dans met1, retrouvent également un taux d’expression sauvage dans 
les plantes transformées, parmi eux, le gène codant la déméthylase ADN ROS1.  
Ainsi, nos résultats dévoilent une nouvelle fonction de la méthylation CG : elle 
maintient des profils corrects d’H3K9me2 et de méthylation CHG dans les gènes en régulant 
la transcription du gène IBM1. Elle protège donc les gènes de l’apparition ectopique de ces 





























Comme dans le cas de la transcription du gène ROS1, la méthylation CG contrôle 
paradoxalement par ce biais une voie permettant d’enlever la méthylation ADN. La 
méthylation CG agit donc en « chef d’orchestre », assurant  le maintien d’une harmonie entre 
expression des gènes et silencing de l ‘hétérochromatine.  
Trois études subséquentes ont permis de progresser dans la compréhension de la régulation du 
gène IBM1. Ainsi, elles ont démontré que la région fortement méthylée dans le grand intron 
du gène IBM1 comprend un domaine hétérochromatique. Les protéines IBM2/ASI1/SOG1 et 
EDM2, en se liant à ce domaine et aux transcrits IBM1, favoriseraient la polyadénylation 
distale des transcrits IBM1 en empêchant l’utilisation  du signal de polydénylation contenu 
dans le grand intron (Saze et al. 2013a, Wang et al. 2013, Coustham et al. 2014, Lei et al. 
2014 ). Ces protéines jouent le même rôle au niveau d’autres gènes comportant, comme 
IBM1, des domaines intragéniques hétérochromatiques, permettant ainsi la production de 
transcrits pleine longueur à partir de ces gènes.  
Durant l’étude du contrôle de la transcription du gène IBM1, nous avons réalisé le 
rétrocroisement de plantes hypométhylées met1, cmt3 et kyp avec des plantes sauvages, afin 
de déterminer si la restauration de la méthylation corrélait à la restauration d’un taux sauvage 
d’accumulation de transcrits IBM1-L. Nous avons noté que dans les plantes F1 met1-/+, si, 
comme attendu, la méthylation CG n’était pas restaurée sur l’allèle IBM1 provenant du parent 
mutant, de façon très surprenante, le taux de méthylation CHG de cet allèle était fortement 
réduit.  
Nous avons montré que la perte complète en F1 de méthylation CG et CHG sur l’allèle IBM1 
dérivé du parent met1 est ensuite héritée de façon stable à travers la méiose sur au moins deux 
générations, même en présence de la fonction sauvage MET1. Cet allèle déméthylé est peu 
transcrit, pouvant ainsi engendrer l’apparition de profils aberrants de méthylation ADN au 
niveau des gènes cibles d’IBM1. Pourquoi la méthylation CHG est-elle maintenue dans 
l’intron IBM1 lors de la propagation du mutant met1 par autofécondation mais perdue lors de 
rétrocroisement ? Ceci reste à déterminer. 
Le locus IBM1 n’est pas le seul affecté par le rétrocroisement des plantes met1 puisque le 
séquençage bisulfite a permis de montrer que les profils de méthylation des épihybrides F1 
divergeaient fortement du taux attendu, intermédiaire entre les parents. Ceci est 
particulièrement vrai au niveau des éléments transposables où nous avons identifié des profils 
inattendus tels qu’une hyperméthylation CG ou CHH, ou encore la déméthylation partielle 




























Le parent met1 diffère du parent sauvage non seulement par sa forte déficience en méthylation 
CG, mais également par les profils de méthylation non-CG et H3K9me2. De plus, de 
nombreux loci sont différentiellement exprimés dans le mutant. On peut donc envisager que 
la combinaison de ces différences entre les deux parents joue un rôle dans l’apparition des 
altérations épigénétiques et transcriptionnelles survenant dans les épihybrides F1. 
Précédemment, des études ont décrit les profils transcriptionnels et/ou épigénétiques de 
plantes hybrides F1, issues de croisement entre accessions différentes (C24 x Ler notamment) 
ou de rétrocroisement d’autres mutants hypométhylés. Dans le premier cas, les deux parents 
possèdent des génomes proches mais portant tout de même un certain bagage de 
polymorphisme génétique et épigénétiques (Groszmann et al. 2011b, Greaves et al. 2012b, 
Shen et al. 2012). De plus, ils possèdent des profils d’expression géniques différents. Dans les 
hybrides F1 C24 x Ler, des altérations de méthylation et de transcription ont été observées. 
Cependant, à la différence de nos épihybrides, elles affectent très majoritairement des régions 
géniques produisant des siRNAs et seule la méthylation CHH semble significativement 
perturbée (Groszmann et al. 2011b, Greaves et al. 2012b, Shen et al. 2012). Les mécanismes 
de trans-méthylation décrits par Greaves et al. en 2012 sont donc probablement distincts de 
ceux participant à la restructuration des profils de méthylation dans les épihybrides met1 x 
WT où la méthylation CHH génique est très peu impactée. Le rétrocroisement des mutants 
hypométhylés cmt3 ou kyp, induit, quant à lui, la restauration fidèle des taux de méthylation et 
de transcription sauvage au niveau des transposons analysés (Lippman et al. 2003a). Ces 
données suggèrent que les nouveaux profils de méthylation ADN survenant dans les 
épihybrides met1/+ sont liés à la perte de la méthylation CG dans le parent mutant plutôt 
qu’aux différences transcriptionnelles.  
La vague de déméthylation d’éléments transposables que l’on a pu noter dans les épihybrides 
met1/+, causant une mobilisation de certains d’entre eux, n’est pas sans rappeler des 
phénomènes précédemment observés lors de la génération d’hybrides inter-espèces, dont 
certains hybrides de Marsupiaux (O'Neill et al. 1998). En effet, dans les descendants issus du 
croisement de wallabies bicolores et de wallabies de l’île Eugène par exemple, une 
hypométhylation a été détectée sur le génome entier, en association avec l’amplification de 
rétroéléments et des remaniements chromosomiques non présents dans les deux parents. 
Toutefois, jamais une restructuration aussi importante des profils de méthylation, affectant 
tant les gènes que les éléments transposables, telle que celle survenant dans les épihybrides 





























Les données obtenues au cours de cette thèse contribuent à la compréhension de la 
stabilité des marques épigénétiques. Ainsi, elles démontrent tout d’abord que la méthylation 
CG peut, s’il demeure un léger taux de méthylation dans le parent mutant, être à nouveau 
immédiatement rétablie sur certains loci après restauration de la fonction sauvage MET1. 
Cette reméthylation pourrait impliquer une activité de novo de la méthyltransférase ADN 
puisqu’elle cible préférentiellement les cytosines en contexte symétrique. Deux articles 
antérieurs suggèrent une telle activité de la protéine MET1. L’un décrit l’implication de 
MET1 dans la reméthylation partielle et stochastique des sites CG d’un gène (Zubko et al. 
2012). Le second démontre le rôle crucial de MET1 dans le maintien de la méthylation CG 
induite par des petits ARN au niveau d’un transgène (Aufsatz et al. 2004a). Il est probable que 
les siRNAs soient également responsables de la reméthylation CG des éléments transposables 
dans les épihybrides F1. Ces éléments conservent un fort taux d’accumulation de siRNAs de 
24nt dans met1, parallèlement à la persistance d’un faible taux de méthylation CG donc la 
méthylation CG de ces loci est en partie indépendante de MET1. Certains de ces loci sont 
également resilencés en F1. Au niveau de ces éléments, la méthylation CG serait donc 
fortement dépendante des siRNAs permettant ainsi une restauration immédiate du silencing 
dès lors que la fonction MET1 est présente. Ce mécanisme de reméthylation pourrait donc 
être similaire à celui observé dans les plantes issues du croisement ddm1xWT, mais plus 
efficace puisque dans ce cas, la reméthylation est progressive, un taux proche du sauvage 
n’étant atteint qu’en F5 (Teixeira et al. 2009, Groszmann et al. 2011b, Greaves et al. 2012b, 
Shen et al. 2012). 
Parallèlement, nos résultats révèlent que la méthylation CHG, déposée sur de très 
nombreux gènes, dans le mutant met1, tend à persister dans les épihybrides. Conjointement 
aux épiallèles causés par l’hypométhylation CG, de nouveaux épiallèles hyperméthylés CHG 
créés dans met1 peuvent donc être stablement hérités. A l’instar de la variabilité génétique, 
ces épiallèles représentent également une source de variabilité héritable, dans ce cas, 
épigénétique, pouvant engendrer une variabilité phénotypique. Ce potentiel pourrait intéresser 
les sélectionneurs à la recherche de nouvelles variétés produisant un meilleur rendement ou de 
meilleures qualités gustatives.  
Mais pourquoi ces loci hyperméthylés dans met1 ne perdent-ils pas cette méthylation en F1 ? 
Au moins deux hypothèses peuvent être envisagées : (i) le mécanisme de déméthylation CHG 
ne serait plus fonctionnel ou serait moins efficace dans les épihybrides, ou (ii) la voie de 




























L’étude du locus BNS, hyperméthylé CHG dans le mutant et les plantes F1 nous apporte peut-
être quelques éléments de réponse. En effet, nous avons démontré que l’allèle sauvage du 
gène est hyperméthylé CHG dans les plantes met1 x Col à un niveau au moins équivalent au 
mutant met1. De plus, dans les plantes F2, dans lesquelles IBM1 est transcrit au taux sauvage, 
le locus BNS n’est pas déméthylé. BNS étant un gène cible d’IBM1, ces résultats suggèrent un 
problème de recrutement de la protéine IBM1 vers ses cibles. Par ailleurs, nos données 
révèlent que cette méthylation de novo apparaissant dans le mutant met1 peut être transmise 
en trans à l’allèle BNS provenant du parent sauvage dans les épihybrides. Les deux épiallèles 
BNS ainsi générés en F1 conservent également leur état hyperméthylé dans les descendants 
sauvages issus de l’autofécondation des épihybrides, ce qui indique qu’ils ne sont plus ciblés 
par l’activité IBM1.  
Plusieurs études ont démontré l’implication de siRNAs dans les processus de méthylation en 
trans, tels que la reméthylation d’éléments transposables dans les F1 ddm1xWT  ou les 
changements de profils de méthylation ADN dans les hybrides d’A. thaliana C24 x Ler-0 
(Teixeira et al. 2009, Groszmann et al. 2011b, Greaves et al. 2012b, Shen et al. 2012). 
L’hyperméthylation CHG de BNS dans le mutant met1 et en F1 n’est, elle, pas corrélée à une 
apparition de siRNAs de 24 nt ou 21 nt. Nous avons donc mis en évidence un mécanisme 
nouveau, indépendant des voies de silencing par les petits ARN, qui provoquerait 
l’hyperméthylation de gènes spécifiquement sur les sites CHG. 
Aux côtés du gène BNS, 110 gènes montrent une hyperméthylation transgressive dans les 
épihybrides (supérieure aux deux parents). De façon intéressante, nous avons noté que 60% 
d’entre eux sont des cibles d’IBM1. Ces données suggèrent que l’hyperméthylation CHG, 
qu’elle soit initiée ou non dans le parent met1, serait causée par une déficience d’activité ou 
de recrutement de la protéine IBM1.  
De plus, l’étude des profils de méthylation sur les éléments transposables donne à penser que, 
dans les plantes F1, l’histone déméthylase ciblerait certains transposons transcrits, comme 
observé dans les plantes met1::IBM1-L, et causerait leur forte déméthylation en CHG. Ceci 
pourrait être lié au fait que ces éléments possèdent une densité importante en sites CHG, qui 
semble être une caractéristique préférentielle des cibles d’IBM1 (Inagaki et al. 2010a). Ainsi, 
dans les épihybrides, l’activité d’IBM1 pourrait être réorientée et induire ainsi la création de 



























La baisse d’expression des déméthylases ADN est également responsable de 
l’hyperméthylation de nombreux loci survenant dans le mutant met1 (Penterman et al. 2007b). 
Une étude de la transmission d’épiallèles hyperméthylés CHG lors du rétrocroisement de 
plantes rdd avec des plantes sauvages a démontré que 11/14 gènes perdent cette 
hyperméthylation dans les plantes F1. Cependant, 3/14 présentent un taux de méthylation 
intermédiaire entre les parents, indiquant que certains épiallèles hyperméthylés sont hérités. 
Nos données montrent que la proportion de gènes cibles du trio ROS1 DML2 DML3, et non 
déméthylés dans les épihybrides F1, est très importante, suggérant que le ciblage de ces gènes 
par les déméthylases est perturbé dans ces plantes. D’après une étude récente, la protéine 
ROS4 participerait au guidage de la protéine ROS1 vers ses cibles grâce à sa liaison à des 
régions denses en sites CG méthylés et pauvres en méthylation H3K4. Dans les épihybrides 
F1 met1/+, les allèles hérités du parent met1 sont hypométhylés sur les sites CG. L’absence de 
déméthylation CHG sur de nombreux gènes pourrait donc être liée à un défaut de 
reconnaissance des loci par la protéine ROS4, altérant ainsi le recrutement de ROS1.  
Dans met1, à l’opposé de l’hyperméthylation provoquée par la réduction d’expression des 
déméthylases ADN, une importante hypométhylation non-CG est observée au niveau des 
séquences internes de nombreux éléments transposables de grande taille, cibles privilégiées de 
la méthyltransférase ADN CMT2. Dans les plantes F1, les données de séquençage bisulfite et 
de RNAseq révèlent la persistance d’une hypométhylation non-CG sur un grand nombre de 
ces éléments, couplée à une forte réactivation transcriptionelle. Ceci pourrait être lié à la 
baisse d’expression du gène CMT2 que nous avons détecté dans le mutant, et qui est héritée 
dans les épihybrides. Ainsi, la méthylation ADN stabilise les profils de méthylation non-CG 
via le contrôle de l’expression des gènes ROS1, DME, et IBM1 mais aussi de CMT2. 
  Ainsi, nous avons mis en évidence un grand nombre d’éléments transposables 
déméthylés et fortement transcrits dans les épihybrides F1. Au niveau de certains de ces 
éléments (VANDAL, CACTA), l’allèle hypométhylé hérité de met1 est transcrit et peut 
provoquer, par l’intermédiaire de protéines codées par les éléments, la déméthylation en trans 
de l’allèle WT correspondant et même induire la transposition de l’élément.  
 
Différents types de stress ou de stimuli environnementaux, telles qu’une hausse de 
température peuvent moduler les profils de méthylation ADN et activer la transcription 









































De plus, une mutation spontanée altérant la fonction de facteurs contrôlant la méthylation 
ADN pourrait survenir dans des populations naturelles, et provoquer une hypométhylation du 
génome et l’activation d’éléments transposables. Bien qu’Arabidopsis thaliana soit une espèce 
principalement autogame, une étude a récente a démontré un taux de pollinisation croisée bien 
supérieur à celui estimé jusqu’alors et pouvant atteindre 15% (Bomblies et al. 2010b). Il est 
donc possible d’envisager que le phénomène de déméthylation mis en évidence dans nos 
épihybrides, et impliquant certaines protéines de transposons,  puisse survenir dans des 
populations naturelles lors du croisement de plantes sauvages possédant chacun un lot 
différent d’éléments transposables exprimés, et engendrer, dans la descendance, des 
modifications épigénétiques ainsi que la mobilisation de certains éléments.  	  
En conclusion, les données obtenues au cours de cette thèse apportent des 
connaissances nouvelles concernant les mécanismes de maintenance et de stabilité des profils 
de méthylation ADN. En révélant une voie de contrôle de l’expression de gènes codant une 
histone déméthylase et une méthyltransférase ADN, elles confirment le rôle central joué par la 
méthylation en contexte CG dans la régulation de différentes marques épigénétiques, dont la 
méthylation non-CG, tant au niveau des gènes que des éléments transposables. De plus, nous 
avons mis en lumière des mécanismes nouveaux provoquant la forte activation 
transcriptionnelle, le resilencing immédiat d’éléments transposables via leur reméthylation, 
ainsi que la large déméthylation en trans de certaines familles de transposons, pouvant 
conduire à leur mobilisation. L’étude des épihybrides, permet ainsi d’entrevoir des processus 
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